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There is a theory which states that if ever anybody discovers 
exactly what the Universe is for and why it is here, it will instantly 
disappear and be replaced by something even more bizarre and 
inexplicable. There is another theory which states that this has 
already happened. 
 
Douglas Adams –English science‐fiction novelist‐ 
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Chapter 1 
General introduction 
Positive‐stranded  RNA  viruses  form  by  far  the  largest  group  of 
viruses  known  today. As  a  result  of  the  limited  coding  capacity, 
most RNA viruses express highly pleiothropic proteins. Not only 
do  most  viral  proteins  play  crucial  roles  in  viral  replication, 
structure or release, many examples indicate that the same proteins 
fulfill other  functions during  infection as well such as modulation 
of host  responses. Subversion of  the  interferon  (IFN)  response  for 
example, has been elaborately described for essentially all types of 
viruses (reviewed in (Haller et al. 2006)). Viral proteins have been 
shown to cleave, modify and sequester molecules of the IFN circuit 
or  even  target  them  for  proteasomal  degradation.  The  ability  to 
outrun  innate  immunity  is  crucial  for  the  survival of virtually all 
mammalian  viruses,  regardless  of  their  genome  type  and 
complexity.  Relatively  simple  viruses  such  as  from  the 
Picornaviridae family have been shown to inhibit the IFN system as 
well as RNA viruses with  large genomes and complex replication 
and  expression  strategies  such  as members  from  the  Nidovirales 
order (Barral et al. 2007, Dodd et al. 2001, Kopecky‐Bromberg et al. 
2007, Roth‐Cross et al. 2007, Versteeg et al. 2007, Zhou and Perlman 
2007). 
The order Nidovirales is composed of three families of plus‐
stranded RNA viruses: Coronaviridae, Arteriviridae, Bafiniviridae and 
Roniviridae  (Schutze  et  al.  2006,  Walker  et  al.  2004)  (Table  1). 
Nidoviruses  have  a  conserved  genome  organization  and 
replication  strategy.  In  addition,  all  nidoviruses  express  a  nested 
set  of  subgenomic  mRNAs  that  predominantly  encode  the 
structural  proteins.  Yet,  they  have  different  virion  morphology, 
genome  length,  host  specificity  and  interactions with  their  hosts 
(Masters  2006). The  coronavirus  (CoV) genus  is  subdivided  into 
three  subgroups  (Table  1).  Viruses  from  these  groups  infect  a 
variety  of  mammals  and  birds  and  are  mainly  transmitted  by 
respiratory aerosols and the fecal‐oral route (Table 1). The majority 
of  the  infections  causes  a mild  and  self‐limiting disease, but  also 
neurological manifestations  have  been  reported  (Bergmann  et  al. 
2006). Most CoV replication during respiratory infection occurs in 
epithelial cells of the upper‐respiratory tract (Tyrrell et al. 1993). In 
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contrast, infection with SARS‐CoV, the causative agent of the 2003 
severe  acute  respiratory  syndrome  (SARS)  outbreak,  results  in 
pneumonia where  infection  is  localized  in  the  lower  respiratory 
tract (Parashar  and Anderson  2004). Occasionally,  liver,  kidney, 
heart, ocular and haematopoietic cells  (macrophages) are  infected 
(Parashar and Anderson 2004). Several CoVs cause economically 
important  diseases  in  cattle,  poultry  and  pigs  (Masters  2006). 
Since the emergence of SARS‐CoV, several new human and animal 
coronaviruses have been  identified,  including human coronavirus 
NL63  (HCoV‐NL63), HCoV‐HKU1  and  bat CoV  (group  1  and  2) 
(Hoek L.van der et al. 2004, Lau et al. 2005, Poon et al. 2005, Woo et 
al. 2005). The outbreak of SARS‐CoV and its proposed inter‐species 
transmission  from  bats  to  humans  (Vijaykrishna  et  al.  2007) 
emphasizes  the  possibility  of  newly  emerging  CoVs  and  the 
necessity  to  further  investigate  their  molecular  biology  and 
interactions with their hosts (Lau et al. 2006, Woo et al. 2005). 
 
Virus morphology and structural proteins 
CoV particles are  irregularly‐shaped, approximately 60‐220 nm  in 
diameter,  with  an  outer  envelope  bearing  distinctive  spikes 
(Walker  et  al.  2004).  The  ʹcrown‐likeʹ  appearance  (corona)  in 
electron microscopy gives  the  family  its name. The CoV genomic 
RNA  (gRNA)  is associated with  the nucleocapsid protein  (N) and 
forms  either  a  helical  (e.g.  mouse  hepatitis  virus  (MHV)  and 
HCoV‐229E)  or  spherical  nucleocapsid  (e.g.  transmissible 
gastroenteritis  virus  (TGEV))  (Macneughton  and  Davies  1978, 
Risco  et al. 1996a, Sturman  et al. 1980). The MHV nucleocapsid  is 
enclosed within an  internal  core  structure (Risco  et al. 1996b). A 
lipoprotein envelope surrounds the virus core and is derived from 
ER‐Golgi  intermediate  compartment  (ERGIC) membranes  during 
budding (Goldsmith et al. 2004, Tooze et al. 1984) (Fig. 1). At least 
three prominent virally encoded membrane proteins are present in 
the  viral  envelope:  the  spike  (S),  membrane  (M)  and  small 
membrane (E) proteins (Delmas and Laude 1990, Locker et al. 1992, 
Yu et al. 1994) (Fig. 2). The S glycoprotein is heavily glycosylated 
12 
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and  has  a  molecular  mass  of  about  150‐180  kDa.  It  contains 
sequences that facilitate binding to specific receptors on the surface 
of host cells and induces fusion of the viral envelope with host cell 
membranes. Mutations in the binding domain have been associated 
with  altered  antigenicity  and pathogenicity of  the virus (Leparc‐
Goffart et al. 1997).  
 
Virus 
family 
Virion
morpholo
gy 
Genus Prototype 
members 
Genome
Length 
(kb) 
Number
of RNAs 
Hosts Disease 
Arteri‐
viridae 
Spherical  Arterivirus  Equine 
Arteritis Virus 
(EAV) 
12.7  7  Horse, 
donkey 
Respiratory 
distress, 
arterial 
necrosis 
Coronavirus 
group 1a 
Transmissible 
Gastroenteritis 
Virus (TGEV) 
28.5  7  Swine  Enteritis 
Coronavirus 
group 1b 
Human 
Coronavirus 
229E (HCoV‐
229E) 
27.3  7  Man  Respiratory 
infection 
Coronavirus 
group 2a 
Murine 
Hepatitis Virus 
(MHV) 
31.7  8  Mouse  Hepatitis, 
encephalitis, 
enteritis 
Coronavirus 
group 2b 
SARS 
Coronavirus 
(SARS‐CoV) 
29.7  9  Man  Respiratory 
distress 
Coronavirus 
group 2c/d 
Bat 
Coronavirus 
(Bat‐CoV) 
30.3  8*  Bat  Unknown 
Coronavirus 
group 3 
Infectious 
Bronchitis 
Virus (IBV) 
27.6  6  Bird  Respiratory 
distress, 
nephritis 
Corona
viridae 
Spherical 
Torovirus  Equine 
Torovirus 
(EToV) 
28.0  5  Horse  Enteric 
Roni‐
viridae 
Tubular  Okavirus  Gill‐Associated 
Virus (GAV) 
26.2  3  Prawn  Lymphoid 
hypertrophy 
* predicted 
 
Table 1. Comparative overview of molecular features amongst different Nidovirales 
members. Despite similar genome organization, replication and transcription strategies, 
nidoviruses display different virion morphology, genome length, host specificity and 
pathology 
 
Consistent  with  this  notion,  monoclonal  antibodies  against  S 
neutralize  virus  infectivity  (Koetters  et  al.  1999,  Lewicki  and 
Gallagher  2002,  Nakanaga  et  al.  1986,  Prabakaran  et  al.  2006). 
Mature  S  proteins most  likely  form  trimeric  structures  (Delmas 
and Laude 1990, Li et al. 2005, Li et al. 2006).In most MHV strains 
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the  mature  S  protein  is  cleaved  during  virus  maturation  by  a 
cellular  protease  such  that  the  two  sub‐units  (S1  and  S2)  remain 
non‐covalently  associated  (Frana  et  al.  1985). Notably,  the  spike 
protein  of  SARS‐CoV  is  cleaved  during  the  entry  process  by  the 
cellular protease cathepsin L (Simmons et al. 2005). The S1 subunit 
forms the globular head and is involved in receptor binding (Kubo 
et al.  1994). The  stalk‐like  S2  subunit mediates membrane  fusion 
(Taguchi  1995, Yoo  et  al.  1991)  and  contains  two  heptad  repeat 
regions  that  have  been  implicated  in  oligomerization  and 
membrane  fusion  (Bosch  et  al.  2004,  Deng  et  al.  2006,  Lip  et  al. 
2006). The  transmembrane domain  contains an aromatic  residue‐
rich  conserved  motif  (WPW(Y/W)VWL)  which  is  likely  to  be 
involved  in  membrane  fusion  (Bos  et  al.  1995).  The  protein’s 
transmembrane  domain  precedes  a  short  hydrophilic  carboxy‐
terminal  domain  that  contains  a  cysteine‐rich  region,  which  is 
palmitoylated and is involved in membrane fusion (Bos et al. 1995, 
Broer et al. 2006, Chang et al. 2000). 
The spike protein of MHV and some other CoVs mediates 
formation of multi‐nucleated syncytia (reviewed in (Gallagher and 
Buchmeier  2001)). Expression of  coronavirus  S protein  alone  can 
induce  fusion  of  receptor‐bearing  cells.  Remarkably,  the MHV  S 
protein can also  induce cell‐cell  fusion  in  the absence of a specific 
receptor; this ability correlates with increased virulence in animals 
(Nakagaki  et  al.  2005).  Coronaviruses  differ  remarkably  with 
respect to the presence of cleaved spike molecules on their particles. 
Cleavage  does  not  occur  for  group  1  coronavirus  spike  proteins 
such  as  feline  infectious  peritonitis  virus  (FIPV)  (Vennema  et  al. 
1990). Group 2 and 3 coronavirus spike cleavage occurs to variable 
extents  and  depends  on  the  virus  strain  and  the  cell  type. Most 
spike expression experiments and  studies performed with virions 
or  infected  cells  indicated  that  although  cleavage  is  not  strictly 
required  for  fusion,  the  level  of  cleavage  seems  to  accelerate  the 
fusion kinetics (Bos  et al. 1995, Follis  et al. 2006, Frana  et al. 1985, 
Gombold  et  al.  1993,  Simmons  et  al.  2005,  Sturman  et  al.  1980, 
Taguchi et al. 1993). Yet, other studies indicate that this correlation 
may be virus strain dependent (Stauber et al. 1993, Tsai et al. 1999, 
Yamada et al. 1997). 
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The M glycoprotein spans  the viral membrane  three  times. 
It  contains  an  N‐terminus  that  is  located  at  the  exterior  of  the 
particle, whereas  the  large C‐terminal  domain  resides  inside  the 
viral envelope (Locker et al. 1992). Glycosylation of the N‐terminal 
domain  is O‐linked  for MHV and N‐linked  for many other CoVs. 
The M protein is retained in the Golgi apparatus and is essential for 
virus  assembly.  Moreover,  it  interacts  with  both  the  N  and  S 
proteins  and  may  be  critical  for  packaging  of  viral  RNA  into 
nucleocapsids  (Haan  et  al.  1999);Kuo,  2002  534  /id;Narayanan, 
2003 535  /id}. The N protein  is a phosphoprotein of 50‐60 kDa.  It 
binds to viral genomes to form nucleocapsids. Interactions between 
the N and  the M protein results  in  incorporation of nucleocapsids 
into  virions  (Kuo  and  Masters  2002).  The  E  protein  is 
approximately  9‐12  kDa  in  size  and  is  also  incorporated  into  the 
viral envelope, although to a lower abundance than S and M (Yu et 
al. 1994). It has two transmembrane domains and  is positioned  in 
the virion in such a way that both termini of the protein are present 
in the virus lumen. Expression of M and E proteins is sufficient for 
budding of virus‐like particles and even  single expression of E  is 
enough to release vesicles from the transfected cells (Bos et al. 1997, 
Maeda  et al. 1999, Vennema  et al. 1996). E  is  thought  to  influence 
the curvature of  the viral membrane and hence  facilitate budding 
of the newly formed nucleocapsids into ERGIC membranes. 
  In line with this hypothesis, viruses with a deletion of the E 
gene still assemble virions, yet with an aberrant shape (Kuo et al. 
2006, Kuo and Masters 2003). Recent publications suggest that the 
E  protein  could  also  function  as  an  ion  channel,  although  the 
relevance  of  this  observation  for  the  viral  life‐cycle  is  currently 
unclear  (Wilson  et  al.  2004,  Wilson  et  al.  2006).  Some  group  2 
coronaviruses  also  encode  a  hemaglutinin  esterase  (HE)  gene, 
which  in  some viral  strains  is present  as  a pseudo‐gene. The HE 
glycoprotein  has  an  esterase  activity  that  cleaves  9‐O‐acetylated 
sialic acid. However, the HE protein is not required for infectivity, 
but may play a role  in viral pathogenicity (Yokomori et al. 1992). 
SARS‐CoV encodes several accessory ORFs that are not present  in 
other CoVs. The function of these genes, ORF3a/b, ORF6, ORF7a/b, 
ORF8a/b  and  ORF9b  are  not  well  understood.  Most  of  the 
15 
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accessory  ORFs  can  be  deleted  individually  or  in  combination 
without major consequence for growth and RNA synthesis in vitro. 
Deletion  of  these  “luxury  ORFs”  did  also  not  influence  virus 
replication in a murine model that does not resemble major SARS‐
CoV mediated pathogenesis as seen in humans (Yount et al. 2005). 
The  recent  development  of  a  mouse  adapted  SARS‐CoV  model 
(Roberts  et  al.  2007)  has  now  paved  the  road  to  test  the 
phenotypes  of  these  mutant  viruses  in  a  more  suitable  in  vivo 
model system. 
 
Genome organization and polyprotein processing 
The  gRNA  that  enters  the  cell  during  infection  is  of  the  same 
polarity as cellular mRNA and can thus be directly translated upon 
entry.  The  5’  end  of  the  gRNA  contains  a  leader  sequence  of 
roughly  60‐100  nt, which  is  also  present  at  the  5’  termini  of  all 
sgRNAs (Fig. 2) (reviewed in (Lai and Cavanagh 1997, Spaan et al. 
1988)).  The  leader  sequence  in  the  gRNA  is  followed  by  an 
untranslated  region  (UTR) of 200‐400 nt. The 3’ end of  the gRNA 
also contains an UTR of 200‐500 nt, which is followed by a poly(A) 
tail. Both the 5’ and 3’ UTRs contain structures  that are  important 
for  RNA  replication  and  sgRNA  synthesis  (Lai  and  Cavanagh 
1997). The remainder of the genome consists of two replicase ORFs 
and at least four structural genes (S, E, M and N). The order of the 
replicase  and  structural  genes  that  are  present  in  all  CoVs  is  as 
follows:  5’‐Replicase‐S‐E‐M‐N‐3’.  CoVs  express  their  replicase 
genes  that  encode  their  non‐structural  proteins  (nsp)  as  a  single 
polyprotein, which  is  processed  by  viral  proteinases  to  yield  the 
separate  functional  protein  products  (Fig.  1)  (Lai  and Cavanagh 
1997). The CoV  replicase proteins  are  located  in  two  large  open 
reading  frames  (ORF),  designated  ORF1a  and  ORF1b  (Fig.  2). 
Translation  of  the  replicase ORFs  yields  two  large  polyproteins: 
pp1a and pp1ab. The  latter protein  is translated as a result of a  ‐1 
programmed  ribosomal  frameshift  (reviewed  in  (Lai  and 
Cavanagh 1997)). All CoVs express a chymotrypsin‐like proteinase 
and  one  or  two  papain‐like  proteinases.  These  proteinases 
proteolytically  process  pp1a  and  pp1ab. ORF1a/b  also  encodes  a 
16 
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number  of  products  that  have  homology  to  cellular  proteins 
(Snijder et al. 2003).  
 
 
 
Fig. 1. Schematic of the coronavirus life cycle. The CoV replication cycle starts by 
binding of the virion spike proteins to specific receptors on the host cells. Viral entry 
occurs by S-mediated fusion of the viral envelope with the plasma membrane or endosomal 
membranes. After uncoating of the viral genomic RNA (gRNA), the replicase genes are 
translated into a polyprotein, which is subsequently proteolytically processed into 
functional replicase proteins. In addition, the genomic RNA is used as a template for 
replication and sgRNA synthesis. Translation of the sgRNAs yields the structural proteins 
that comprise the virus particles. The N protein and gRNA assemble in the cytoplasm into 
nucleocapsids. The S, E and M glycoproteins are co-translationally inserted into the ER 
membrane and transported further along the cellular export system. In the ER-Golgi 
intermediate compartment (ERGIC) the newly formed nucleocapsids together with the 
membrane-anchored structural proteins bud into new virus particles that are exported out 
of the infected cells through the Golgi apparatus. Unincorporated S proteins are 
transported to the plasma membrane, where they can mediate cell-cell fusion. 
 
SARS‐CoV  nsp3,  for  example,  is  a  multifunctional  protein  with 
ADP  ribose  1’‐phosphatase  (ADRP)  activity  (Saikatendu  et  al. 
2005);  nsp7  and  nsp8  form  a  cylinder‐like  structure  which  is 
involved  in  SARS‐CoV  RNA  synthesis  (Zhai  et  al.  2005). Nsp8 
interacts with replicase proteins nsp2, nsp5, nsp6, nsp7, nsp8, nsp9, 
nsp12, nsp13 and nsp14, indicating a crucial role as a major player 
17 
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within  the  replication  complex machinery (Brunn  et al. 2007).  In 
line with these observations, nsp8 functions as a second RdRp that 
initiates  the  synthesis  of  oligonucleotides  complementary  to  the 
genomic RNA (Imbert  et al. 2006). Similarities between  the nsp8 
primase  and    cellular DNA‐dependent  counterparts  suggest  that 
nsp8  could  synthesize  primers  utilized  by  the  primer‐dependent 
nsp12 RdRp (Cheng et al. 2005, Imbert et al. 2006). 
Nsp9  is  a  ssRNA‐binding  protein  (Egloff  et  al.  2004). 
Although  the exact  function of nsp9  in  the viral  life‐cycle remains 
unclear,  this  type  of  protein  has  not  been  found  in  replication 
complexes of other RNA viruses, suggesting that it could be unique 
for the CoV replication and transcription strategy. The viral RNA‐
dependent  RNA  polymerase  (RdRp)  and  helicase  proteins  are 
encoded by ORF1b.  In addition  to  its  role as a helicase,  the  latter 
protein  functions  as  a  NTPase,  dNTPase  and  5’‐triphosphatase 
(Seybert  et  al.  2000).  CoVs  also  encode  a  putative  3’‐  to  5’‐
exonuclease  (ExoN),  a  uridylate‐specific  endoribonuclease 
(NendoU),  and  an  S‐adenosylmethionine‐dependent  2’‐O‐ribose 
methyltransferase  (2’‐O‐MT)  (Snijder  et  al.  2003).  It  has  been 
suggested that several of these RNA‐processing enzymes could be 
involved  in  the  metabolism  of  viral  or  cellular  RNA  during 
infection.  Recent  experiments  in  vitro  confirmed  the  predicted 
enzymatic activities for the ExoN and NendoU enzymes (Ivanov et 
al. 2004, Minskaia et al. 2006), experimental evidence  for 2’‐O‐MT 
activity  is  still  lacking.  Nevertheless,  future  experiments  in  the 
context of a complete virus infection will be required to address the 
protein functions in more detail. 
 To  express  their  structural  proteins  and  a  few  accessory 
proteins, CoVs  synthesize  a  nested  set  of  3’  co‐terminal  sgRNAs 
(Fig.  2)  (Lai  and  Cavanagh  1997).  The  genes  for  the  structural 
proteins  that  comprise  the  virus  particles  are  located  in  the  3’ 
proximal  one‐third  of  the  genome,  after  ORF  1b.  All  sgRNAs 
contain  a  unique  5’  region,  which  is  not  found  in  the  smaller 
sgRNAs. Only this 5’ unique region is translated from the majority 
of  the  sgRNAs,  although  evidence  suggest  that  internal  initiation 
occurs for translation of the E protein (Lai and Cavanagh 1997). 
 
18 
Chapter 1 
RNA replication and synthesis 
Once released from the polyprotein, the replicase proteins are used 
to produce all subsequent genomic and sub‐genomic RNA species. 
During  infection,  the  various  sgRNA  species  are  present  in 
different relative abundances in order to comply with the different 
demand for each encoded structural protein. Although the sgRNAs 
are present  in unequal molar ratios during  infection, their relative 
abundance  remains  constant.  The  common  5’  leader  sequence  in 
sgRNAs  is  derived  from  the  5’  end  of  the  gRNA  during  a 
discontinuous  transcription  step  (Lai  and  Cavanagh  1997).  The 
fusion of the leader to the mRNA bodies occurs at a short sequence 
element, which  precedes  every  transcription  unit  in  the  genome 
and is also present at the 3ʹ end of the leader sequence, which was 
named  the  transcription‐regulating  sequence  (TRS)  (Marle  et  al. 
1999,  Sawicki  and  Sawicki  2005).  TRS  sequences  are  located  in 
both  the  leader  (leader TRS)  as well  as  in  the  3’ one‐third of  the 
genome  (body TRS). Although all nidoviruses synthesize a nested 
set of sub‐genomic messengers, discontinuous transcription is not a 
universal  feature.  Analysis  of  equine  torovirus  (EToV)  and  the 
ronivirus  gill‐associated  virus  (GAV)  transcription  revealed  that 
these viruses lack common 5’leader sequences on their sgRNAs. All 
GAV sgRNA are leaderless (Cowley et al. 2002), yet only EToV sg 
mRNAs3,  4  and  5  lack  a  common  5ʹ  leader,  while  sg  mRNA2 
contains a short 5ʹ leader sequence (Vliet et al. 2002). 
Two models have been put forward to explain the existence 
of common leader containing sgRNAs in arteri‐ and coronaviruses. 
Compelling evidence has indicated that base pairing is a hallmark 
of discontinuous  transcription  in both models. Most data have  so 
far pointed towards (‐) strand synthesis as the point  in replication 
during which the discontinuous step occurs (Baric and Yount 2000, 
Marle G.van  et al.  1999, Pasternak  et al.  2001,  Sawicki  et al.  2001, 
Sawicki  and  Sawicki  1995,  Sethna  et  al.  1989,  Vries  et  al.  2001, 
Zuniga  et  al.  2004).  The  current  “minus‐strand model”  proposes 
that  the RdRp  transcribes minus‐strand copies of  the genome and 
attenuates  at  one  of  the  various  body  TRSs.  The  nascent  strand 
containing RdRp complex then translocates to the leader TRS at the 
end  of  the  genome,  copying  the  leader  sequence.  The  resulting 
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minus‐strand of  the particular sgRNA  is subsequently  transcribed 
to a translatable plus‐sense sgRNA. 
 
 
 
Fig. 2. Schematic of the coronavirus genome organization and virion structure. The 
order of the replicase and structural genes that are present in all CoVs is as follows: 5’-
Replicase-S-E-M-N-3’. The replicase genes are translated from ORF1a and ORF1b; the 
structural proteins are translated from sub-genomic RNAs. The capped and poly-
adenylated genomic RNA forms a capsid with the N protein and is packaged into virions 
through interactions with the M protein. In turn, M proteins are associated with the petal-
shaped S proteins that give the particles their corona-like shape. 
 
Ultra structural changes in coronavirus infected cells 
As  for  all  cytolytic  viruses,  acute  coronavirus  infections  are 
accompanied  by  a  series  of  ultrastructural  alterations  in  the 
infected  cells.  Besides  the  ability  of  some  CoVs  to  induce 
conventional  microscopic  syncytia  at  later  stages  of  infection, 
electron  microscopy  studies  revealed  numerous  ultrastructural 
changes  as  well.  CoV  infection  is  accompanied  by  extensive 
alterations  in  intracellular  membrane  structures  (Knoops  and 
Snijder,  personal  communication  and  (David‐Ferreira  and 
Manaker  1965,  Gosert  et  al.  2002)).  As  for  other  (+)strand  RNA 
viruses,  the  replication  complexes of  coronaviruses are  intimately 
associated with cellular membranes. This likely implies that at least 
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part  of  the  ultrastructural  changes  in  infected  cells  is  associated 
with  formation,  support  and  maintenance  of  coronavirus 
replication  complexes. David‐Ferreira and Manaker were  the  first 
to  perform  a  detailed  electron  microscopic  analysis  of  a  MHV 
infected liver cell line and describe three structures uniquely found 
in  infected  cells  (David‐Ferreira  and  Manaker  1965).  Virus 
particles  were  observed  in  dense  cytoplasmic  corpuscles  of 
approximately 400‐700 nm of which the function remains elusive so 
far. Secondly, reticular  inclusions composed of  threads of a dense 
filamentous material  disposed  in  a  reticular  pattern  are  formed. 
These  structures  show  high  similarity  to  structures  described  by 
Knoops  and  Snijder  (personal  communication)  as  convoluted 
membranes. They speculate  that  these structures could  reflect  the 
site  of  replication  as  the majority  of  the  non‐structural  proteins 
seems  to  localize  at  these  structures  based  on  immuno  electron 
microscopy  (Knoops  and  Snijder,  personal  communication).  A 
third  structure  is  generally  found  in  the  vicinity  of  the  above 
described  convoluted  membranes  and  consists  of  membrane‐
limited  tubules  arranged  in  a  very  complex  pattern:  the  tubular 
body. The  elements  of  this  structure  are  frequently  in  continuity 
with  a  system  of  membrane‐limited  tubules  and  cisternae  that 
develop  in  the cytoplasm of  the  infected cell. The  tubular body  is 
generally  surrounded  by  200 nm vacuoles  that have dense,  50 Å 
thick,  limiting membranes, which consist of two or three  layers of 
the unit membrane (David‐Ferreira and Manaker 1965, Gosert et al. 
2002, Krijnse‐Locker et al. 1994). These structures have been named 
double membrane vesicles  (DMV) and were  shown  to potentially 
harbor  replicase  proteins  and  to  be  the  destination  of  newly  5‐
bromo‐UTP  labeled  viral  RNA  (Gosert  et  al.  2002).  Poliovirus 
infected  cells  share  the  formation of double membrane  structures 
with  CoVs  (Schlegel  et  al.  1996).  Immuno  EM  also  revealed 
localization  of  replicase  proteins  2C  and  3D  to  the  double 
membrane  structures.  Recent  immuno  electron  microscopy 
findings by Knoops  et al.  indicate  the presence  of predominantly 
dsRNA inside the DMVs during SARS‐CoV infection, whereas the 
bulk  of  the  non‐structural  proteins  seems  to  localize  to  the 
convoluted  membranes  (Knoops  et  al.  unpublished).  Vero  cells 
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infected with the flavivirus Kunjin develop convoluted membranes 
reminiscent  to  the  one  observed  during  CoV  infection,  also 
containing  replicase  proteins  NS2B  and  NS3  as  determined  by 
immuno EM (Westaway et al. 1997). 
 
Innate immunity during virus infection 
The  innate  immune system employs pattern recognition receptors 
(PRRs)  to  early  detect  invading microorganisms  such  as  bacteria 
and  viruses. To date,  three different  classes  of  these  intracellular 
sentinels  have  been  identified.  They  include  Toll‐like  receptors 
(TLR),  retinoic‐acid‐inducible  gene  I  (RIG‐I)‐like  helicases  (RLH) 
and nucleotide‐oligomerization domain  leucine‐rich repeat  (NOD‐
LRR)  proteins.  Upon  activation  by  invading  pathogens,  these 
sensors  initiate  intracellular  signaling  pathways  eventually 
resulting in the synthesis and activation of anti‐microbial proteins. 
Additionally,  translation  of  the  host  cell  is  down‐regulated  to 
prevent further spread of  intra‐cellular pathogens such as viruses. 
Both  chemokines  and  cytokines,  in  particular  type  1  interferon 
(IFN),  are  the  essential mediator  proteins  that  are  secreted  from 
infected  cells  that  mediate  activation  of  down‐stream  effector 
proteins. 
The TLR and RLH systems play important roles in the recognition 
of  viruses. The NOD‐LRR  system  is  currently  thought  to mainly 
detect  cytoplasmic  bacterial  components  and  does  not  play  a 
significant role during virus infection. 
  TLRs are expressed on the plasma membrane (TLRs 1, 2, 4, 
5 and 6) as well as in endosomal compartments (TLRs 3, 7, 8 and 9). 
Viral  pathogen  associated  molecular  patterns  (PAMPs)  can  be 
recognized by both  sets of TLRs. The plasma membrane TLR  set 
recognizes  predominantly  lipid  and  protein  structures  of  viruses 
binding  to  the  plasma membrane, whereas  the  endosomal  TLRs 
have  been  demonstrated  to  detect  either  dsRNA  (TLR3),  ssRNA 
(TLR7 and 8) or unmethylated DNA  (TLR9) of viruses  that  enter 
the  cell  through  the  endocytic  route.  On  the  other  hand,  the 
cytoplasmic RLHs RIG‐I and melanoma differentiation associated 5 
(MDA‐5), possess a helicase domain  that  senses viral RNA  in  the 
cytoplasm.  RIG‐I  and  MDA‐5  recognize  different  RNA  viruses. 
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Paramyxoviruses,  influenza virus and  Japanese  encephalitis virus 
are  predominantly  recognized  by  RIG‐I,  whereas  picornavirus 
infection  is  mainly  sensed  by  MDA‐5  (Kato  et  al.  2006). 
Experiments  with  RIG‐I−/−  and  MDA5−/−  mice,  showed  that  they 
were  highly  susceptible  to  inoculation  with  the  viruses  they 
recognize (Kato et al. 2006). One of the underlying mechanisms for 
the differential specificity could result from the ability to recognize 
different  types  of  RNA.  MDA‐5  recognizes  polyinosinic 
polycytidylic  acid  (poly  I:C),    however  the  RNA  structure 
responsible  for  MDA‐5  recognition  has  not  been  identified  yet. 
RIG‐I  detects  dsRNAs  that  have  been  transcribed  in  vitro,  small 
dsRNAs (21–27 nucleotides) without 3′ overhangs and ssRNA with 
unprotected 5′‐triphosphates (Hornung et al. 2006, Pichlmair et al. 
2006).  The  genomes  of  some  RNA  viruses,  such  as  Influenza A 
virus  (FluAV), are 5′‐phosphorylated and uncapped (Pichlmair  et 
al. 2006). In contrast, host mRNA is capped to prevent recognition 
by  innate  immunity. Despite  accumulating  evidence  in  this  area 
from  in  vitro  systems,  it  still  remains  unclear  what  viral  RNA 
products  are  exactly  recognized  by RLHs during  infection  in  the 
whole‐cell context. 
The TLR  and  cytoplasmic  IFN  induction pathways utilize 
different adaptor proteins to mediate signalling. The TLR signaling 
proceeds  through  TRIF  and/or MyD88, whereas  the  cytoplasmic 
induction  pathways  rely  on  the  mitochondrial  adaptor  protein 
MAVS.  Downstream  of  these  different  adapter  molecules,  both 
pathways  share  various  signaling  molecules.  Eventually,  the 
cascade  results  in  the post‐translational  activation  of  three major 
sets  of  transcription  factors,  nuclear  factor  κB  (NFκB),  IFN 
regulatory  proteins  (IRFs)  and  activator  protein  1  (AP‐1).  These 
factors  then  mediate  the  subsequent  transcription  of  antiviral 
chemokines  and  cytokines.  After  translation  of  the  upregulated 
IFN mRNA,  the IFN molecules are secreted after which  they bind 
to the IFN alpha receptor (IFNAR) of the same or neighboring cells. 
This  subsequently  triggers  the  activation  of  a  signaling  pathway 
that involves the two major proteins janus kinase (JAK) and signal 
transducers and activators of transcription (STAT). Ultimately, the 
activated  STAT  molecules,  in  complex  with  IRF‐9,  drive  the 
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transcription of numerous IFN stimulated genes (ISGs) by binding 
to their promoter regions that contain an IFN‐responsive sequence 
element (IRSE). 
A  large number  of viruses  interferes with  the  IFN  circuit, 
underpinning  the  importance  of  this  part  of  the  innate  immune 
system  (reviewed  in  (Haller  et  al.  2006)).  Roughly,  viral  IFN 
evasion  strategies  can  be  divided  in  three  different  clusters. 
Strategies  from  the  first  cluster  encompass  shielding  of  the 
synthesized viral  components  or byproducts  from  recognition by 
the host cell. The second group  is comprised of means  to prevent 
correct  functioning  of  the  host  cell’s  sensory  machinery  or  its 
downstream  signaling molecules  to  prevent  the  initiation  of  IFN 
mRNA  transcription.  The  last  group  is  formed  by  strategies  to 
suppress  IFN  signaling downstream  of  the  IFNAR  to prevent  an 
antiviral  state  or  amplification  of  the  IFN  response.  Previous 
studies have shown that infection of fibroblasts with CoVs does not 
result  in a significant  induction of  type 1  IFN production  through 
intracellular  detection  by  RNA  helicases.  However,  specialized 
cells  are  triggered  to  produce  IFNs  during  CoV  infection  upon 
recognition  of  structural  genes  of  the  virus  (see  chapter  2), 
ostensibly  through  the  activation  of  TLRs.  Together,  these 
observations  suggest  that  CoVs  prevent  IFN  induction  through 
RLHs  and  the  subsequent  expression  of  antiviral  proteins.  This 
thesis  in  part  describes  experiments  to  further  elucidate  the 
mechanism  by  which  CoVs  escape  from  activation  of  the  IFN 
system  through  the  RLH  pathway.  The  conclusions  from  these 
experiments are discussed  in detail  the  final chapter of  this  thesis 
and  correlated  to evasion mechanisms employed by viruses  from 
other  families. Also,  the significance of various cell  types  ‐such as 
plasmacytoid  dendritic  cells  (pDCs)‐  for  IFN  mediated  antiviral 
activity in vivo will be discussed in this chapter. 
 
Thesis scope and outline 
Compared to other RNA viruses, CoVs are unique in many aspects 
of  their  RNA  replication,  virion  structure,  pathogenesis  and 
interaction with  their hosts. The significant coding capacity of  the 
large viral genome suggests that CoVs have devised sophisticated 
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means  to  modulate  theirs  hosts  and  adapt  to  changing  host 
environments.  The  work  in  this  thesis  addresses  the  interplay 
between interactions of coronaviruses with their host cells and the 
responses of the infected cells to the invading virus. 
  Chapter  2  presents  an  up‐to‐date  literature  review  that 
summarizes  the  experimental  work  on  the  induction  of  host 
responses by CoVs that has so far been published. Amongst other 
things,  all  relevant micro  array  analyses of CoV  infection  in vitro 
are  summarized  in  a  hitherto  unperformed  side‐by‐side 
comparison.  One  of  the  central  conclusions  of  this  chapter  that 
CoVs do not  induce  interferon during  infection of non‐specialized 
cells, has formed the basis for experiments to assess the mechanism 
by which CoVs prevent  interferon  induction (described  in chapter 
4). 
Chapter  3 describes how microarray  analysis was  applied 
to  determine  changes  in  cellular  expression  profiles  during 
different  stages of MHV  infection  in vitro. The  central  conclusion 
addressed  in  this  chapter  reveals  that MHV  infection  triggers  an 
unfolded  protein  response,  transcriptional  activation  of  several 
chemokine messengers and other cellular changes associated with 
RNA and protein metabolism, cell cycle regulation and apoptosis. 
Furthermore,  the  data  indicated  that  activation  of  an  interferon 
response was absent. 
Chapter  4  focuses  on  the CoV mechanism  to prevent  IFN 
induction during infection. It addresses the new concept that CoVs 
prevent  detection  of  their  RNA  by  cellular  RNA  helicases  that 
mediate IFN expression, rather than interference with components 
of  the  IFN  induction  pathway  as  has  been  shown  for  numerous 
other viruses. 
Chapter 5 addresses the impact of viral S protein synthesis 
on  the cell.  It  is described how S expression  induces an unfolded 
protein  response  (UPR), which  subsequently  initiates  chemokine 
mRNA induction. However, at that point in infection, translation of 
cellular  mRNA  is  severely  reduced  by  infection,  preventing 
significant  CXCL2  and  ER  stress  protein  synthesis  despite  their 
increased mRNA concentrations. 
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Chapter  6  describes  several  results  in  relation  to  the 
previous  chapters, which are  fairly unconnected  from each other, 
yet have significant potential for future studies. Overall, the impact 
of  interferon  induction  and  unfolded  protein  response  activation 
on  coronavirus  infection  is  described.  It  is  reported  that 
translational  attenuation  and  UPR  induction  by  CoVs  is  not 
restricted  to  fibroblasts,  but  also  occurs  in  haemotopoietic  cells 
such as macrophages. Results in this chapter also indicate that the 
induced  UPR  could  activate  an  RNase  that  degrades  28S  rRNA 
during  MHV  infection  and  that  the  UPR  could  also  mediated 
activation of  the p38 MAPK, which  in  turn could be beneficial  for 
replication.  Finally,  low  passage  L‐ACE2  cells  are  described  in 
which  SARS‐CoV  triggers  transcription  of  IFN  mRNA,  whereas 
older cells do not show this phenotype. 
The  last  chapter  of  the  thesis  (chapter  7)  discusses  the 
results  presented  in  this  thesis  in  the  context  of  other  recent 
findings  for CoV host  interactions. Moreover,  implications  of  the 
presented findings for future research will be discussed. 
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Introduction 
RNA viruses have developed a high level of pleiotropy as a result 
of  their  limited  genomic  coding  capacity. Although  a  substantial 
part  of  viral  protein  functions  in  the  life  cycle  of  coronaviruses 
(CoVs) has been determined,  the  role of  the majority of  the viral 
proteins in their interaction with the host cell has not yet been fully 
characterized. Microarray technology provides an efficient method 
to investigate the entire cellular transcriptome and has emerged as 
the  preferred  method  for  large‐scale  gene  expression  studies. 
Several  microarray  studies  have  been  performed  to  further 
elucidate  host  responses  to  CoV  infection  in  vitro.  We  have 
compared  differentially  expressed  genes  from  these  studies  and 
categorized  them  based  on  their  presence  in  only  a  single  study 
(unique) or during  the majority of other CoV  infections  in vitro as 
well  (common).  In  this  chapter,  common  as  well  as  unique 
alterations in host gene expression during CoV infection in vitro are 
discussed  and  compared  to  those  in  other RNA  virus  infections. 
Transcriptional profiling and studies using other approaches have 
led  to  a  more  comprehensive  understanding  of  CoV‐induced 
(immune)  responses.  Several  common  responses  on  the  topics  of 
apoptosis, cell cycle  regulation, unfolded protein  response  (UPR), 
ubiquitin‐proteasome‐mediated  degradation,  autophagy, 
heterogeneous nuclear  ribonucleoprotein  (hnRNP)  ‐involved viral 
transcription, and modulation of cellular translation are addressed 
in more detail. 
To  distinguish  reference  to  genes  and  associated  mRNA 
from reference  to proteins, mouse gene and protein nomenclature 
has been used in this chapter. Gene and mRNA symbols begin with 
a capital letter, followed by lowercase letters. Protein abbreviations 
are all capital letters. 
 
Global transcriptional profiling of CoV infections in vitro: 
The type, kinetics, and extent of cellular responses during infection 
are related to cell type as well as  infection outcome. All nucleated 
cells  are  believed  to  have  several  types  of  intracellular  sensor 
molecules with  CARD,  PYRIN  or  TIR  domains,  such  as  retinoic 
acid  inducible  gene  I  (RIG‐I)  and  melanoma  differentiation‐
39 
Host cell responses during CoV infection 
associated  gene  5  (MDA‐5)  proteins,  which  can  recognize  viral 
RNA and protein (Werts et al. 2006). Some specialized cells possess 
Toll‐like  receptors  (TLRs),  allowing  fast  mounting  of  anti‐viral 
tactics  even  in  the  absence  of  viral  replication  (Meylan  and 
Tschopp 2006). 
Cellular responses during CoV  infection  in vitro have been 
studied  in various different cell  types on a genome‐wide scale by 
microarray  analysis.  Virus‐induced  changes  in  host  cell 
morphology  are  often  accompanied  by marked  changes  in  gene 
expression.  Although  these  studies  can  be  organized  in  various 
ways,  a  logical  arrangement  is  to  compare  cellular  responses  in 
lytic  and non‐lytic  infections. Comparison of  the microarray data 
sets revealed common as well as CoV‐specific host gene expression 
patterns that provide further insights into the host (transcriptional) 
response (Fig. 1). 
Common  differentially  regulated  genes  during  non‐lytic 
CoV  infections  in vitro mainly  encompass  chemokines  (47%)  and 
interferon (IFN)‐stimulated genes (ISGs) (43%). The remaining 10% 
consists  of  nuclear  factor  κB  (NF‐κB)‐related  and  other  genes.  In 
contrast,  lytically  infected cells differentially express a much more 
diverse set of genes. The expression of substantially fewer genes of 
the  chemokine  family  is  commonly changed  than  in  the previous 
group, whereas  anti‐inflammatory,  apoptosis‐,  Fos/Jun‐  and NF‐
κB‐related genes show common changes during  infection. Yet, the 
majority of  the common differentially expressed genes  (59%)  falls 
in none of  the above categories, underlining  the broader diversity 
in this type of in vitro infections (Fig. 1). 
Common responses that are also induced during replication 
of a wide variety of other pathogens mainly encompass  induction 
of  mRNA  coding  for  inflammatory  and  anti‐inflammatory 
mediators,  cytokines  and  chemokines  (Jenner  and  Young  2005). 
Both  common  and  unique  responses  during  CoV  infection  have 
been  described  in  several  publications.  The  expression  of  genes 
involved  in  apoptosis,  cell  cycle  regulation,  coagulation, 
endoplasmic  reticulum  (ER)  stress  and  transcription/translation 
was only changed in a subset of these studies (Cinatl, Jr. et al. 2004, 
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Leong et al. 2005, Ng et al. 2004, Tang et al. 2005, Versteeg et al. 2006), 
and are most likely specific for certain CoV infections. 
 
Cytokine and chemokine induction 
Cytokines and chemokines are secreted messenger proteins whose 
major  function  is  to mediate  inflammatory  responses  and  attract 
immune  cells  to  sites  of  infection  (Esche  et  al.  2005).  Various 
microarray (Fig. 1) and non‐microarray (Fig. 2) studies have shown 
extensive  cytokine  and  chemokine  upregulation  during  CoV 
infection in vitro (Castilletti et al. 2005, Cheung et al. 2005, Cinatl, Jr. 
et al. 2004, Law et al. 2005a, Leong et al. 2005, Li et al. 2004, Ng et al. 
2004, Okabayashi et al. 2006, Rempel et al. 2005, Spiegel et al. 2006, 
Spiegel and Weber 2006, Tang et al. 2005, Tseng et al. 2005, Versteeg 
et al. 2006, Yen et al. 2006, Ziegler et al. 2005), consistent with in vivo 
infection (Rempel et al. 2004). 
Non‐lytic CoV  infections  in  primary  cells  from  lymphoid 
origin resulted in induction of a wide range of CC as well as CXC 
chemokines  (Fig.  1B  and  2A).  These  lymphoid  primary  cells  are 
likely  to  express  TLRs  and  induce  innate  immune  responses  by 
virus replication‐independent routes. Transcriptional upregulation 
of  IFN  regulatory  factor  (IRF)‐7  in  these  cells, which  is  the  key 
transcription  factor  involved  in  TLR‐mediated  IFN  induction, 
supports this view (Haller et al. 2006). Murine hepatitis virus (MHV) 
infection  in  peritoneal  macrophages  (Fig.  2A)  is  marked  by 
induction  of  Tnfa,  Il1,  Ltb4  and  Tgfb.  Moreover,  procoagulant 
activity  (PCA)  is  induced  in macrophages during  infection and  is 
involved  in  the marked  liver  fibrosis  observed  in MHV  infected 
mice (Belyavskyi et al. 1998). Similarly, MHV‐3 induced PCA (Levy 
et al. 1981) and SARS‐CoV upregulated  several  coagulation genes 
(Ng  et  al.  2004)  in  peripheral  blood  mononuclear  cells  (PBMC). 
Lymphocyte‐macrophage collaboration  is a necessary requirement 
for  the  full  induction of PCA  (Levy et al. 1981). Lytic  infections  in 
non‐lymphoid  cell  lines  result  in  less  prominent  induction  of 
chemokine  genes  (Fig.  1D  and  2B).  Only  certain  CXC‐type 
chemokines  are differentially  expressed. More  selective  induction 
of a particular subset of chemokine genes is likely to be cell type 
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Fig. 1A/B. Groups of common differentially regulated genes during CoV in vitro. 
Differentially expressed genes from microarray experiments on CoV infection in vitro were 
categorized based on their frequency of occurrence among different studies. Genes with 
altered expression in the majority of the analyzed CoV infections were identified as 
“common regulated genes”. Since virus-induced changes in host cell morphology often 
result in changes in gene expression, these studies were organized in lytically and non-
lytically infected cells. (A)(B) Common regulated genes during non-lytic CoV infections 
mainly encompass chemokines and IFN-stimulated genes. M.o.i., multiplicity of infection. 
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dependent.  Most  of  the  non‐lymphoid  cell  lines  lack  TLRs  and 
means to express “specialized” cytokines. 
Upregulation  of  chemokine  transcription  in  these  cells  is 
most  likely  the  result  of  other  intracellular  interactions  between 
viral  components  and  the host  cell. For  example,  SARS‐CoV  and 
MHV  spike  expression  induces  cytokine  IL‐8  and  its  murine 
functional counterpart Cxcl2, respectively. Intracellular interactions 
between  the  spike  protein  and  yet  unidentified  host  cell 
components are thought to be responsible for enhanced IL‐8/Cxcl2 
expression  (Chang  et al. 2004, Versteeg  et al. 2007). Nuclear  factor 
κB  inhibitor  (Nfkbia)  expression  is  upregulated  in  most  CoV 
infected  cells  (Fig.  1B  and  1D). Nfkbia  encodes  a Nfkb  inhibitor 
which  is upregulated  in various other viral  infections  (Jenner and 
Young 2005). It may play a role in limiting inflammatory responses 
or in regulation of apoptosis‐related genes, such as Casp7, Bcl2l11, 
Card10  and  Birc3.  In  addition,  CoV  infection  stimulates  genes 
coding  for  transcription  factors Fos/Jun  that have been known  for 
their role in regulation of inflammatory responses. Moreover, some 
dual  specificity  phosphatases  involved  in  limiting  inflammatory 
responses are upregulated (Dusp1/8, Fig. 1D). 
  In  summary, CoV  infections  in vitro activate  expression of 
numerous  cytokines. The  set of differentially  expressed  cytokines 
depends  on  the  infected  cell  type  and  outcome  of  infection. 
Cytokine  expression  in  primary  cultures  of  lymphoid  cells most 
likely  results  from  virus‐TLR  interactions.  Yet  other  intracellular 
interactions  between  viral  components  and  the  host  cell may  be 
responsible  for  cytokine  induction  during  lytic  infection  in  non‐
lymphoid cells. 
 
Evasion of IFN induction 
Interferons  (IFN)  are  secreted messenger  proteins  that  induce  an 
anti‐viral state during  infection. Viruses  interfere at essentially all 
possible  steps  of  the  IFN  induction  cascades  as well  as with  the 
activation of effector molecules  (Haller  et al. 2006).  IFN genes are 
not induced during lytic CoV infection in vitro (Fig. 1D), suggesting 
that induction through intracellular detection by RNA helicases  
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Fig. 1C/D. Groups of common differentially regulated genes during CoV in vitro. 
Differentially expressed genes from microarray experiments on CoV infection in vitro were 
categorized based on their frequency of occurrence among different studies. Genes with 
altered expression in the majority of the analyzed CoV infections were identified as 
“common regulated genes”. Since virus-induced changes in host cell morphology often 
result in changes in gene expression, these studies were organized in lytically and non-
lytically infected cells. (C)(D) Lytic CoV infection in vitro shows a much more diverse set 
of common differentially expressed genes. The number of differentially regulated 
chemokine genes is substantially lower than for non-lytic infections. Induction of IFN and 
IFN-stimulated genes is completely absent. M.o.i., multiplicity of infection. 
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such  as RIG‐I  and MDA‐5  does  not  occur  in  cells  that  lack  TLR 
expression.  In  contrast,  TLR‐mediated  IFN  induction  does  occur 
during CoV infection. In non‐lytically CoV infected lymphoid cells,  
IFN can be induced (Fig. 2) and ISG are upregulated in the absence 
of  detectable  IFN  mRNA  induction  (Fig.  1B).  Upregulated  ISGs 
include Irf7, Mx1, Isgf3g, Ifit1/3/4, Ifitm1/2, Ifi44, G1p2/3 and Gbp2. 
These genes are possibly stimulated directly by the infection or by 
low  concentrations  of  IFN.  In  support  of  the  latter  possibility, 
upregulation  of  the  ISGs  occurs  relatively  late  after  the  onset  of 
infection, suggestive of paracrine signaling. 
IFN  induction  has  been  reported  in  four  studies  (Fig.  2). 
Two  reports  have  shown  that  induction  is  independent  of  virus 
replication,  suggesting  that  IFN  is  most  likely  induced  by 
recognition of components of virus particles by TLRs. The M and E 
proteins  can  trigger  viral  replication‐independent  IFN  induction 
during CoV infection (Baudoux et al. 1998, Haan et al. 2003). MHV 
infection  in  primary  astrocyte/microglia  cultures  also  stimulated 
IFN  expression  (Li  et  al.  2004). Astrocytes  and microglia  express 
TLRs and are considered the “immune cells” of the brain (Jack et al. 
2005). It is therefore feasible that IFN induction in glial cell culture 
was mediated  through TLR activation,  consistent with other CoV 
infections (Fig. 1 and 2). SARS‐CoV infection in Caco‐2 cells did not 
induce  IFNs up  to 24 h p.i. by microarray analysis as well as RT‐
PCR (Cinatl, Jr. et al. 2004, Spiegel and Weber 2006). In contrast, in 
another  report  it  was  described  that  infection  in  the  same  cells 
under similar conditions, induced a wide range of IFNs and ISGs at 
48 h p.i.  (Okabayashi et al. 2006). Although  the underlying reason 
for this apparent discrepancy remains elusive, the longer infection 
period could be  involved. Notably, others have reported that they 
have been unable to reproduce these results (Frieman et al. 2007). It 
remains unclear whether mounting of anti‐viral  responses during 
these  infections  determines  the  low  productivity  and  limited 
development of cytopathic effect (CPE) (Samuel and Diamond 2005) 
or  whether  other  cellular  factors  underlie  restricted  viral 
production. 
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Fig. 2A. Differentially expressed host genes during CoV infection in vitro (non-
microarray). Non-lytic CoV infections in cells from lymphoid origin resulted in induction 
of a wide range of CC as well as CXC chemokines partially induced by activation of TLRs. 
M.o.i., multiplicity of infection. 
 
The absence of IFN‐ß induction in CoV infected non‐lymphoid cells 
might  indicate  that CoVs  interfere with  the  induction of  IFN‐ß or 
hide  from  recognition  by  RIG‐I‐like  helicases  (RLH).  Various 
viruses  block  early  IFN  production  (Haller  et  al.  2006)  by 
preventing:  (i)  recognition  by  RLHs  via  double‐stranded  RNA 
(dsRNA)  sequestration  (influenza A  virus),  (ii)  RLH  function  by 
direct  binding  (paramyxoviruses)  and  (iii)  IFN‐ß  promoter 
stimulator  (IPS‐1)  or  TANK‐binding  kinase  1  (TBK‐1)  function 
(hepatitis  C  virus  and  borna  disease  virus).  Finally,  some  lytic 
viruses  (e.g.  poliovirus  and  vesicular  stomatitis  virus)  cause  a 
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general  inhibition  of  host  gene  transcription,  thereby  preventing 
IFN mRNA synthesis. 
In  contrast  to  these  two  latter  viruses,  no  general 
transcriptional  shut‐off  is  induced  by  CoVs  (Siddell  et  al.  1981). 
Nevertheless,  the  accumulation  of  several  mRNAs  is 
downregulated in MHV and SARS‐CoV infected cells (Kamitani et 
al.  2006, Kyuwa  et  al.  1994, Versteeg  et  al.  2006),  suggesting  that 
CoVs may have devised means  to  lower  the concentration of  IFN 
transcripts. SARS‐CoV infection and ectopic non‐structural protein 
(nsp)‐1  expression  resulted  in  degradation  of  cellular  mRNAs, 
whereas  ribosomal  RNA was  not  affected  (Kamitani  et  al.  2006). 
Although nsp‐1 expression resulted in degradation of sendai virus‐
induced  Ifnb  transcription,  the  biological  relevance  of  these 
findings  remain  to  be  established  since  some  CoVs  seem  to 
interfere with earlier steps of the IFN induction pathway as well. 
IRF‐3 is a key transcription factor involved in the induction 
of IFN‐ß. Upon activation it translocates from the cytoplasm to the 
nucleus  where  it  initiates  Ifnb  mRNA  transcription.  No  nuclear 
IRF‐3 localization occurs during MHV infection . In contrast, IRF‐3 
localizes  to  the  nucleus  of  SARS‐CoV  infected  293  cells  early  in 
infection (8 h p.i.), whereas nuclear localization is absent at 16 h p.i. 
(Spiegel  et al.  2005). This  suggests  that  SARS‐CoV  interferes with 
the  steps  following  IRF‐3  translocation  or  that  interference with 
preceding  steps  is  not  complete.  Up  to  now,  no  viral  product 
responsible  for blocking of  IRF‐3 activation during CoV  infection 
has  been  identified.  Therefore,  it  is  possible  that  CoVs  possess 
sophisticated  mechanisms  to  hide  their  RNA  replication 
intermediates  and  other  molecules  that  could  trigger  an  IFN 
response.  Double  membrane  vesicles  (DMVs)  are  believed  to 
represent the sites of virus replication (Gosert et al. 2002) and form 
tightly controlled viral structures that could fulfill such a role. 
In  conclusion,  CoV  structural  proteins  can  trigger  TLR‐
mediated  IFN  production;  however  IFN  induction  by  viral RNA 
via RLHs  is absent. This  suggests possible viral  interference with 
RIG‐I or MDA‐5 pathways or prevention of viral RNA detection by 
cellular  sensory  molecules.  Furthermore,  degradation  of  IFN 
transcripts by SARS‐CoV nsp‐1 has been shown. 
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Fig. 2B. Differentially expressed host genes during CoV infection in vitro (non-
microarray). Lytic infections in non-lymphoid cell lines result in less prominent induction 
of chemokine genes. The more selective induction of a particular subset of chemokine 
genes is likely cell type dependent. Most of the non-lymphoid cell lines lack TLRs and 
means to express “specialized” cytokines. Upregulation of chemokine transcription in 
these cells is most likely the result of other intracellular interactions between viral 
components and the host cell. M.o.i., multiplicity of infection. 
 
Apoptosis 
Apoptosis  can  be  triggered  in  response  to  viral  infection  to  limit 
viral  spread  and  to  promote  clearance  of  infected  cells  without 
inflammation. Numerous viruses induce apoptosis in infected cells. 
A  broad  range  of  viruses  has  developed  strategies  to  inhibit  or 
delay apoptosis  in order  to promote cell  survival and hence viral 
production (Hay and Kannourakis 2002). In contrast, other viruses 
benefit  from  apoptosis  as  it  is  involved  in  viral  spread  or 
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subversion of the host’s immune response (Boya et al. 2004). Some 
CoVs induce apoptosis in vivo (Barac‐Latas et al. 1997, Lampert et al. 
1973,  Schwartz  et  al.  2002, Wu  and  Perlman  1999)  as well  as  in 
various different cell lines (Table 1). Several viral proteins involved 
in this process have been  identified. The mechanisms of apoptosis 
induction seem to vary significantly among different CoVs and the 
use  of  various  infection  models  in  different  cell  types  makes  it 
challenging to draw general conclusions about routes of apoptosis 
induction by CoVs. Moreover, a significant number of studies has 
been based on the effect of (over)expression of single viral genes on 
apoptosis.  Importantly,  the effects of single gene  (over)expression 
are unpredictable and verification with  infection experiments will 
be required to pinpoint their role in apoptosis induction. 
  Activation  of  the  apoptosis  program  can  lead  to 
degradation  of  viral  proteins.  Transmissible  gastroenteritis  virus 
(TGEV)  activates  a  broad  range  of  apoptosis markers  in HRT18 
cells such as caspases and cytochrome C release into the cytoplasm 
(Eleouet et al. 2000). Moreover, the nucleocapsid protein of TGEV is 
cleaved by caspase 3 or downstream effector molecules at Asp359. 
Other  CoVs  have  potential  caspase  cleavage  sites  in  their  N 
proteins as well, indicating that many viruses might be targeted by 
host caspases  (Zhirnov  et al. 1999). Cleavage of  the N protein has 
also  been  described  for  other  viruses,  such  as  influenza A  virus 
(Eleouet  et  al.  2000).  MHV  triggers  apoptosis  in  macrophages 
(Belyavsky et al. 1998). Induction occurs only in cells that have not 
been  fused  into  syncytia.  Strikingly,  macrophages  from  MHV‐
resistant mice  show  five  times more  apoptosis  than  similar  cells 
from  susceptible  mice.  Additionally,  the  extent  of  apoptosis  is 
inversely correlated with  the upregulation of coagulant gene Fgl2 
and  the  onset  of CPE.  This  illustrates  the  protective  potential  of 
apoptosis  in  preventing  viral  pathogenesis.  Infection  of 
macrophages  with  human  coronavirus  (HCoV)‐229E  induces 
apoptosis  as well, whereas  infection with HCoV‐OC43  does  not 
(Collins  2002).  The  cellular  stress  caused  by  the more  efficiently 
replicating HCoV‐229E  probably  determines  this  difference with 
HCoV‐OC43.  Oligodendrocytes  are  involved  in  myelination  of 
neural cells and can be  infected with neurotropic strains of MHV. 
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UV‐inactivated  MHV  induces  programmed  death  in  these  cells 
(Liu  et al. 2006, Liu and Zhang 2005) and uncoating during MHV 
entry  is  sufficient  to  induce  caspase‐dependent  apoptosis  and 
cytochrome C  release  into  the cytoplasm, a hallmark of apoptosis 
(Liu  et  al.  2003).  Several  other  viruses  induce  apoptosis  via 
replication‐independent routes as well, such as avian leukosis virus, 
bovine herpesvirus, vaccinia virus, reovirus and Sindbis virus (Liu 
et al. 2003). 
MHV  infection  of  murine  fibroblast‐like  cell  line  17Cl1 
induces  the  mitochondrial  apoptosis  pathway  and  caspase 
activation  (An  et al.  1999, Chen  and Makino  2002). The apoptotic 
process  is  characterized  by  the  absence  of  cytochrome C  release 
into the cytoplasm and the formation of an unusual apoptome near 
mitochondria.  It  remains  unclear  if  incomplete  activation  of 
apoptosis  is restricted to 17Cl1 cells or  if MHV  interferes with the 
induction  of  certain  apoptosis  pathways.  Expression  of  the  E 
protein is sufficient to trigger apoptosis in 17Cl1 cells. 
Strikingly, MHV did not  induce programmed cell death  in 
other cell lines such as DBT, L2 or J774.1, indicating that apoptosis 
induction  is  not  a  universal  effect  of MHV  infection  (Chen  and 
Makino 2002). Also  the SARS‐CoV E protein  induces apoptosis  in 
T‐lymphocytes, possibly by interacting with anti‐apoptotic protein 
Bcl‐xL and preventing its action (Yang et al. 2005). Potentially lower 
MHV  E  protein  concentrations  in  DBT,  L2  and  J774.1  cells 
compared to 17Cl1 cells, could explain the absence of programmed 
cell death  in  these cells. However, an alternative possibility could 
be downregulation of pro‐apoptotic genes in certain cell types. For 
instance,  transcription  of  pro‐apoptotic  gene  Bnip3  is 
downregulated  in MHV‐JHM‐infected DBT  cells  in  a  replication‐
independent manner  (Cai et al. 2003). This effect might be specific 
for MHV  in DBT  cells  as Ng and  co‐workers demonstrated a 56‐
fold  upregulation  of  the  related  Bnip2  gene  by  SARS‐CoV  in 
PBMCs  instead of downregulation (Ng et al. 2004). In addition, no 
other microarray study reported differential Bnip3 expression (Fig. 
1B and 1D). 
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Reference(s)  Virus  Cells  Apoptosis  Protein 
Infection/ 
expression 
(Liu et al. 2001)  IBV  Vero‐E6  Yes  p58  Both 
(Eleouet et al. 2000)  TGEV  HRT18  Yes    Infection 
(Collins 2002)  HCoV‐229E  Macrophages  Yes    Infection 
(Collins 2002)  HCoV‐OC43  Macrophages  No    Infection 
(Belyavsky et al. 1998, 
Belyavskyi et al. 1998)  MHV  Macrophages  Yes    Infection 
(An et al. 1999, Chen and 
Makino 2002)    17Cl1  Yes  E  Both 
(An et al. 1999, Cai et al. 
2003, Chen and Makino 
2002)    DBT  No    Infection 
(Chen and Makino 2002)    J774.1  No    Infection 
(Chen and Makino 2002)    L2  No    Infection 
(Liu et al. 2001, Liu et al. 
2006, Liu and Zhang 
2005)    Oligodendrocytes Yes    Infection 
(Surjit et al. 2006b)  SARS‐CoV  COS‐1  Yes  N  Both 
(Wong et al. 2005)    Drosophila  Yes  3a  Expression 
(Surjit et al. 2006b)    Huh‐7  No    Infection 
(Yang et al. 2005)    T cells  Yes  E  Expression 
(Law et al. 2005b)    Vero‐E6  Yes  3a  Expression 
(Chow et al. 2005)    Vero‐E6  Yes  S  Expression 
(Mizutani et al. 2004)    Vero‐E6  Yes    Infection 
(Yan et al. 2004)    Vero‐E6  Yes    Infection 
(Tan et al. 2004)   
Vero‐E6 and 
other  Yes  7a  Expression 
(Tan et al. 2004)   
Vero‐E6 and 
other  No  3a  Expression 
 
Table 1. Apoptosis induction during CoV infection. CoVs induce apoptosis in various 
cell lines. Several viral proteins involved in this process have been identified. The 
mechanisms of apoptosis induction vary to a large extent among different CoVs. 
 
SARS‐CoV  infection  has  been  studied  extensively  in  the  green 
monkey kidney cell  line Vero‐E6.  In  these cells,  the anti‐apoptotic 
molecule  Akt  was  not  sufficiently  activated  during  infection  to 
prevent SARS‐CoV‐induced programmed cell death (Mizutani et al. 
2004, Yan et al. 2004). The SARS‐CoV unique accessory proteins 3b 
and 7a can induce apoptosis in Vero‐E6 cells (Tan et al. 2004, Yuan 
et al. 2005), whereas conflicting reports about the potential of the 3a 
protein  to  induce  programmed  cell  death  have  been  published 
(Law  et  al.  2005b,  Tan  et  al.  2004,  Wong  et  al.  2005).  Also 
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adenovirus‐mediated expression of the SARS‐CoV S protein, and in 
particular  the  S2  part,  has  been  demonstrated  to  induce  DNA 
fragmentation  at  36  to  84  h  p.i.  (Chow  et  al.  2005). These  results 
should  be  verified  during  SARS‐CoV  infection,  especially  since 
MHV and infectious bronchitis virus (IBV) S proteins do not play a 
role in apoptosis induction (An et al. 1999, Liu et al. 2001). The IBV 
non‐structural protein p58 (Xu et al. 2001) and structural protein E 
can  trigger  cell death accompanied by nuclear  fragmentation and 
condensation, yet  only p58  induced  caspase‐dependent  apoptosis 
(Liu et al. 2001). SARS‐CoV N protein expression in COS‐1 cells, but 
not  in  Huh‐7  cells  downregulates  several  molecules  from  the 
integrin pathway, which  leads  to apoptosis only  in  the absence of 
serum  (Surjit  et al. 2004). Serum deprivation  is considered  to be a 
method  to  enhance  apoptosis,  by  lowering  the  concentration  of 
anti‐apoptotic mediators. Akt was only weakly activated in COS‐1 
cells, similar to the case in Vero‐E6 cells (Mizutani et al. 2004). 
  In  summary,  many  CoVs  induce  caspase‐dependent 
programmed cell death in vitro. Several studies with MHV suggest 
that induction of apoptosis can depend on uncoating of the virus or 
expression of  the E protein. Also SARS‐CoV N protein, S protein 
and  3a  and  7a  protein  expression might  play  a  role.  Apoptosis 
induction by CoVs seems to be cell line dependent, which suggests 
that  a  variety  of  host  specific  interactions  are  involved  in  the 
induction of programmed cell death. 
 
Cell cycle regulation 
Many  viruses  interfere  with  cell  cycle  progression  (Beeck  and 
Caillet‐Fauquet  1997,  Schafer  1998). Genome  replication  of DNA 
viruses benefits from arrest in the S phase of the cell cycle, in which 
nuclear  DNA  replication  is  maximal.  The  role  of  cell  cycle 
perturbations by RNA viruses is less well understood. Nonetheless, 
cell cycle deregulation by several RNA viruses has been reported. 
The σ1s protein of reoviruses  inhibits DNA synthesis and cellular 
proliferation by arresting the cell cycle in the G2/M phase (Poggioli 
et  al.  2001). Also members  of  the  Paramyxoviridae,  simian  virus  5 
and  measles  virus,  slow  the  progression  of  the  cell  cycle  by 
blocking  the  cell  cycle  at G0 or G1  (Naniche  et al.  1999).  Infection 
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with the CoV IBV results in accumulation of infected cells in G2/M 
phase  (Dove  et  al.  2006a).  Several  cell  cycle‐regulatory  proteins 
were downregulated and cytokinesis was disturbed. Furthermore, 
G2/M‐synchronized  cells  exhibited  increased  viral  protein 
production,  suggesting  that  IBV  induces G2/M  arrest  to  promote 
viral replication and translation. 
  Ectopically expressed N proteins of several group 1, 2 and 3 
CoVs have been reported to localize to the nucleolus in a subset of 
transfected cells (Wurm et al. 2001). Nucleolar localization has been 
shown during IBV infection in vitro as well, although the efficiency 
and  frequency of nucleolar  localization remain debated  (Hiscox et 
al. 2001). SARS‐CoV and MHV nucleoproteins exclusively  localize 
in the cytoplasm during infection in vitro (Meer et al. 1999, You et al. 
2005).  Overexpression  of  a  single  viral  gene  may  have 
unpredictable  effects on  subcellular  localization  and nucleic  acid‐
binding  proteins  can  localize  to  nuclei  as  fixation  artifacts 
(Lundberg and  Johansson 2001),  indicating  that  these data should 
be validated in infected cells. Nonetheless, nucleolar localization of 
CoV  nucleocapsids,  altered  nucleolar  morphology  and 
redistribution of nucleolar proteins were observed  in  IBV‐infected 
Vero cells (Dove et al. 2006b). The main function of the nucleolus is 
rRNA biogenesis. Nucleolar sequestration of proteins appears to be 
a  common way  to  regulate  the  eukaryote  cell  cycle  (Visintin  and 
Amon  2000). The N phosphoprotein  interacts with  two nucleolar 
antigens,  nucleolin  and  fibrillarin  (Chen  et  al.  2002, Wurm  et  al. 
2001), thereby potentially disturbing correct cellular functioning of 
these  proteins  in  rRNA  metabolism  and  cell  proliferation.  In 
agreement  with  these  observations,  CoV  N  protein  expression 
could interfere with cell cycle regulation. CoVs might delay the cell 
cycle in order to promote virus assembly or to sequester ribosomes 
for translation of viral proteins and keep the cell in the interphase 
that is most favorable for translation of cap‐containing viral RNAs 
(Chen  et  al.  2002).  Expressed  SARS‐CoV  N  protein  is 
phosphorylated in the nucleus and subsequently transported to the 
perinuclear  region  in  the  cytoplasm  by  interaction  with  14‐3‐3 
proteins  (Surjit  et  al.  2005).  These  14‐3‐3  proteins  modulate 
interactions between  components  of  various  cell  cycle‐regulatory 
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pathways  through  phosphorylation‐dependent  protein‐protein 
interactions.This indicates that while transport to the nucleus of the 
N protein could be a property of all CoVs, nuclear  localization  is 
not (Rowland et al. 2005). 
Cell  cycle  regulation  is  mediated  by  cyclin‐dependent 
kinases  (CDKs)  that  in  association with  cyclins  trigger  entry  into 
the  cell  cycle  S  and  M  phases.  SARS‐CoV  N  protein  is 
phosphorylated by the cyclin‐CDK complex (Surjit et al. 2005) and 
prevents S phase progression in infected cells by directly inhibiting 
the  activity  of  the  cyclin‐CDK  complex  (Surjit  et  al.  2006a).  This 
results  in  hypophosphorylation  of  retinoblastoma  protein  (pRb) 
and  subsequent  downregulation  of  E2F  transcription  factor  1 
(E2F1)‐mediated  transactivation.  In  line with  these  observations, 
cytoplasmic MHV nsp‐1 expression mediates hypophosphorylation 
of pRb and induces cell cycle arrest in the G0/G1 phase (Chen et al. 
2004).  In MHV  infected DBT  and  17Cl1  cells,  cyclins D1, D2, D3 
and E as well as Cdk2 are clearly reduced. This suggests that MHV 
reduces  cyclin‐Cdk  complexes,  leading  to  pRb 
hypophosphorylation and subsequent prevention of G0/G1‐to‐S cell 
cycle  transition  (Chen  et  al.  2004,  Chen  and Makino  2004). Also 
ectopic expression of SARS‐CoV 3b and 7a proteins arrests the cell 
cycle in G0/G1 phase (Yuan et al. 2005, Yuan et al. 2006). Expression 
of  the SARS‐CoV  7a protein  reduced  cyclin D3  expression which 
may  cause  subsequent  G0/G1  arrest.  However,  it  remains 
questionable  if  the  results  of  single  gene  (over)expression  can  be 
extrapolated  to  the  complex  events during virus  infection. Virus‐
induced  cell  cycle  perturbation  by  deregulation  of  pRb  has  been 
described before for several large DNA viruses, as well as for RNA 
viruses  such  as  measles  virus.  Measles  virus  infection  of  T 
lymphocytes is accompanied by downregulation of several cyclins 
as well as a lack of pRb upregulation, effectively resulting in G0 cell 
cycle arrest (Naniche et al. 1999). 
In  summary,  several  CoVs  interfere  with  cell  cycle 
progression. For some CoVs, nucleolar localization of the N protein 
has  been  implicated  in  this  process.  In  SARS‐CoV‐  and  MHV‐
infected cells cyclin‐CDK complexes are reduced, resulting  in pRb 
hypophosphorylation and possibly arresting the cell cycle in G0/G1 
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phase.  It  remains  elusive  whether  these  interactions  yield  any 
benefit to the virus. Notwithstanding, G2/M arrest by IBV enhances 
viral  replication  and  translation,  suggesting  that  CoVs  could 
benefit from cell cycle alterations (Dove et al. 2006a). 
 
Unfolded protein response, ubiquitin system and 
autophagy 
Ubiquitin additions target a substrate to the proteasome, where it is 
unfolded and degraded to amino acids. Deubiquitinating enzymes 
can reverse substrate  fate, preventing degradation  in proteasomes 
or  autophagosomes  (Shintani  and Klionsky  2004).  The  ubiquitin‐
proteasome  system  and  autophagy  play  roles  in  the  life  cycle  of 
CoVs. Entry of most MHV strains appears to occur through a pH‐
independent pathway (Nash and Buchmeier 1997). However, some 
strains  utilize  the  endosomal  route, which  involves  proteasome‐
dependent processes. Treatment with proteasome inhibitors during 
early  infection with a MHV strain  that enters  the cell  through  the 
endosomal route reduces virus production and prevents release of 
virus from endosomes and lysosomes into the cytoplasm (Prentice 
et  al.  2004).  However,  MHV‐A59  which  presumably  enters  via 
plasma‐membrane  fusion  was  less  sensitive  to  treatment  with 
proteasome  inhibitors.  These  data  suggest  that  the  ubiquitin‐
proteasome system is involved in release of virus from endosomes 
to  the  cytoplasm during  entry.  In  addition, CoVs  could  interfere 
with  the  ubiquitin‐proteasome  system  at  later  stages  during 
infection. SARS‐CoV papain‐like proteinase (PLpro) has been shown 
to  possess  deubiquitinating  activity  in  trans‐cleavage  assays 
(Barretto et al. 2005). Furthermore, PLpro can deconjugate ISG‐15  in 
vitro,  suggesting  that  it  could  have  a  role  in  circumventing  IFN‐
mediated  innate  immunity  as  was  shown  for  the  adenovirus 
protease and influenza virus NS1 (Barretto et al. 2005). Lastly, it has 
been  speculated  that  deubiquitination  by  PLpro  might  prevent 
maturation of replication complex‐bearing DMVs into degradative 
organelles  (Prentice  et al.  2004).  Strikingly,  no ubiquitinated  viral 
(interacting) proteins have been found during SARS‐CoV infection 
(Prentice  et al.  2004). Although many  scenarios  can  explain  these 
data,  SARS‐CoV  PLpro  could  actively  deubiquitinate  viral  and 
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cellular  factors  to prevent degradation by  the proteasome  system 
and proper functioning of (anti‐viral) cellular responses (Lindner et 
al. 2005). 
  Autophagy is a cellular quality‐control system that removes 
damaged organelles and long‐lived proteins from the cytoplasm. It 
can  function  as  an  innate  cellular  defense  against  pathogens  by 
directing  them  to  lysosomes.  Autophagosomes  are  formed  by 
sequestration  of  an  area  of  cytoplasm  into  double‐membrane 
structures  that  eventually  fuse  with  endosomes  and  lysosomes 
(Wileman 2006). CoVs and enteroviruses assemble their replication 
complexes on DMVs  in the cytoplasm of  infected cells (Meer et al. 
1999). One of the proposed mechanisms by which these structures 
form is as part of the autophagy system (Wileman 2006). Although 
no differentially expressed host genes controlling authophagy were 
measured by transcriptional profiling (Fig. 1), several observations 
suggest  the  importance  of  autophagy  during  MHV  infection 
(Prentice  et al. 2004). Firstly,  infection upregulates autophagy and 
markers  for  the  replication  complex and autophagy  co‐localize  in 
cells.  Secondly, virus production  is  impaired by more  than  1000‐
fold  in  cells  lacking  functional  autophagy.  Finally,  infection  of 
autophagy‐negative  cells  results  in hyper‐swollen ER membranes 
and  the  absence  of  DMV  formation.  This  study  suggested  the 
rough ER as the possible source of membranes for MHV replication 
complexes (Prentice et al. 2004). Recently, immunofluorescence and 
electron microscopy indicated that the ER is the most likely donor 
of  SARS‐CoV DMVs  as well  (Snijder  et al.  2006). However,  other 
immunofluorescence  studies  suggested  that  MHV  may  generate 
DMVs from the Golgi complex or endosomal membranes (Shi et al. 
1999). The use of different cell lines, compartment marker proteins, 
and antisera against different nonstructural proteins may underlie 
this ambiguity.  
 
Cellular factors in viral replication 
CoVs  redirect  and  utilize  host  cell  components  to  participate  in 
subgenomic RNA  (sgRNA)  synthesis  and  replication. Replication 
involves recognition of  the genomic RNA by  the replicase as well 
as other viral and cellular proteins mainly at  the 3’ end  (Liu et al. 
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1997, Yu and Leibowitz 1995). Also sgRNA synthesis is dependent 
on host proteins. Members of  the hnRNP  family  shuttle between 
the  nucleus  and  cytoplasm  and  play  a  role  in  regulation  of 
alternative RNA splicing. They participate in sgRNA synthesis and 
replication  of MHV.  hnRNPs  bind  to  the MHV  leader  and  body 
transcription  regulating  sequences  (TRSs)  in  both  the  plus‐  and 
minus‐strands  (Li  et  al.  1997,  Li  et  al.  1999).  They  play  a  role  in 
altering RNA conformation  in  the 3’ untranslated region  (UTR) of 
the complementary strand. 
hnRNP A1,  for example,  interacts with  the 5’ region of  the 
MHV  genome  and  hnRNP  I  binds  to  the  complementary  strand. 
Association  of  these  two proteins  together with  the nucleocapsid 
might  play  a  role  in  RNA  replication  and  transcription  by 
mediating 5’‐3’  interactions within  the genomic RNA  (Huang and 
Lai  1999, Huang  and Lai  2001,  Shen  and Masters  2001,  Shi  et  al. 
2000, Wang and Zhang 1999). Genomic circularization might be of 
importance in replication as has been shown for poliovirus (Herold 
and  Andino  2001).  hnRNP  A1  can  be  functionally  replaced  by 
related  type A/B hnRNPs  in hnRNP A1‐deficient  cells  (Shen  and 
Masters  2001,  Shi  et  al.  2003).  In  addition,  several  other  proteins 
including  poly(A)  binding  protein,  mitochondrial  aconitase  and 
another  hnRNP,  synaptotagmin‐binding  cytoplasmic  RNA‐
interacting  protein,  function  as  trans‐regulatory  factors  for MHV 
replication  (Choi et al. 2004, Nanda and Leibowitz 2001, Spagnolo 
and Hogue 2000). 
Supporting  findings  have  been  reported  for  SARS‐CoV 
infection  (Luo  et  al.  2005).  Moreover,  quantitative  proteome 
analysis  of  a  SARS‐CoV‐infected  kidney  cell  line  identified 
significant  upregulation  of  eight  kinds  of  hnRNP  factors.  CoVs 
might enhance  their expression  in  infected cells  to  stimulate viral 
replication  (Jiang  et  al.  2005).  Among  the  hnRNPs,  hnRNP  A1, 
hnRNP I, hnRNP K and hnRNP E2 have been previously shown to 
participate  in  plus‐strand  RNA  virus  replication  (Shi  et  al.  2003, 
Walter  et al. 2002). Taken  together, experimental  findings support 
the view that several different hnRNP factors in infected cells may 
form  a  functional  hnRNP  complex  participating  in  viral  RNA 
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metabolism in which one hnRNP factor can be replaced by another 
without disruption of the function of the hnRNP complex. 
 
CoV-induced modulation of translation 
Many  lytic RNA viruses preferentially express  their viral proteins 
at  the  expense  of  host  proteins.  Viruses  interfere  with  host 
functions at the level of transcription, RNA export from the nucleus 
to the cytoplasm and translation. Poliovirus, for example, shuts off 
cap‐dependent  protein  synthesis  by  cleavage  of  eukaryotic 
transcription  factor  4G  (Zamora  et al.  2002).  Since  cap‐dependent 
translation  is  used  to  produce  96%  of  all  cellular  proteins, 
poliovirus very effectively alters the cellular translation machinery 
to  the benefit of  its  internal  ribosome entry site  (IRES)‐containing 
genomic  RNA.  Translational  attenuation  occurs  in  CoV  infected 
cells as well. However, in the case of CoV infection the translation 
machinery  is  not  irreversibly  altered  and  translational  shut‐off  is 
not as complete as for poliovirus (Hilton et al. 1986).  
  During acute MHV infection in vitro, total protein synthesis 
steeply drops to 7% of the original synthesis between 3 and 6 h p.i. 
(Hilton  et al. 1986). Viral protein  synthesis  increases  from 3 h p.i. 
onwards  and  almost  completely  accounts  for  the  translation  in 
infected cells at 6 h p.i.. This is likely to result from the exponential 
increase  of  viral  RNA  and  competition with  cellular mRNA  for 
components of  the host  translation machinery. Polysome analysis 
has  revealed  a  shift  to  lighter  polysomes  during MHV  infection 
and  an  increase  in  number  of  free  80S  ribosomes,  suggesting  a 
potential block at the translation initiation phase (Hilton et al. 1986). 
Increased membrane permeability  and Na+  influx during  cell‐cell 
fusion has no  influence on protein  synthesis  (Mizzen  et al.  1987). 
Interestingly,  a  limited  set  of  cellular  mRNAs,  such  as  the  one 
encoding  IL‐6,  is  still  efficiently  translated  in MHV  infected  cells 
(Banerjee et al. 2002). This suggests that certain cellular messengers 
contain elements that allow competition for translation and can still 
be expressed in infected cells. Such an element could be an IRES as 
is  found  in  the 5’ UTR of some stress‐induced mRNAs  (Bert et al. 
2006).  Although  several  cytokine  mRNAs  are  induced,  the 
concentrations  of  several  other  cellular  mRNAs,  such  as  actin, 
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tubulin  and major  histocompatibility  complex  I,  decrease  during 
MHV infection (Hilton et al. 1986, Kyuwa et al. 1994, Versteeg et al. 
2006).  It  is yet undetermined whether  this decrease  follows  from 
specific transcriptional repression or increased mRNA degradation 
which was shown to be a function of nsp‐1 of SARS‐CoV (Kamitani 
et al. 2006). 
  CoVs produce a nested set of sgRNAs that share a common 
5’  leader  sequence.  Secondary  structures  in  this  virus‐unique 
sequence could be involved in enhanced translation of viral RNAs. 
A  first  indication  for  this  hypothesis  came  from  the  observation 
that accumulation of  leader sequence mutations during persistent 
MHV  infection  affects  translation  rates  (Chen  and  Baric  1995). 
Furthermore, the 5’ UTR of bovine coronavirus (BCoV) RNA 1 and 
RNA 7 enhances cap‐dependent reporter RNA translation, without 
affecting RNA stability (Senanayake and Brian 1999). 
Comparable to what is observed during BCoV infection, the 
5’  UTR  of  IBV  RNA  7  results  in  more  efficient  translation  of 
reporter RNA than the 5’ UTR of RNA 1. In support of this finding, 
translation of chimeric RNAs containing the MHV leader sequence 
fused to the alpha‐globulin gene was enhanced in cell‐free extract, 
without  major  effect  on  mRNA  stability  (Tahara  et  al.  1994). 
Translation  was  most  enhanced  in  extracts  from  MHV‐infected 
cells,  suggesting  that  a  virus‐induced  viral  or  cellular  factor  is 
involved in leader‐mediated preferential translation. 
The  N  protein  has  been  proposed  to  be  such  a  factor 
(Tahara et al. 1994). Co‐expression of N protein and reporter RNA 
containing the MHV leader provided the only evidence so far that 
N protein can enhance translation of such RNA two‐fold compared 
to RNA with a mutated leader sequence (Tahara et al. 1998). Some 
studies  suggest  that  binding  of  N  protein  to  leader  RNA  may 
stimulate  translation. However,  direct mechanistic  findings  have 
been  limited and  it remains to be  investigated whether binding of 
N  protein  enhances  RNA  stability  or  affects  other  aspects  of 
translation. Analysis  of  the  IBV  and MHV N proteins  by  surface 
plasmon  resonance  and  solution‐phase  assays  revealed  that 
phosphorylation of N protein decreased binding to non‐viral RNA, 
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while  it has no  effect  on  binding  to  viral  leader‐containing RNA 
(Chen et al. 2005, Nelson et al. 2000). 
Stem‐loops surrounding  the TRS conferred high affinity of 
N  binding  to  RNA  (Chen  et  al.  2005,  Nelson  et  al.  2000). 
Surprisingly, high affinity binding to the anti‐leader sequence was 
also  described.  Although  translation  of  CoV  RNAs  has  been 
extensively studied in MHV infected cells, relatively little is known 
about  this  process  during  SARS‐CoV  infection.  Although  it  is 
tempting  to  speculate  that  a  similar  mechanism  of  preferential 
translation  could  exist  since  SARS‐CoV  RNAs  possess  unique 
leader  sequences  as  well,  this  remains  to  be  experimentally 
established. 
Recently though, a potential effect of the SARS‐CoV unique 
7a  protein  on  cellular  translation  has  been  reported  (Kopecky‐
Bromberg  et  al.  2006).  Expression  of  the  7a  protein  induced  p38 
activation  and  apoptosis  at  24  to  48  h  p.i.  (Tan  et  al.  2004), 
diminished  cellular  translation at 8  to 12 h p.i. and  translation of 
reporter  RNAs.  Furthermore,  expression  of  SARS‐CoV  nsp‐1 
degrades  cellular  mRNA  and  eventually  inhibits  host  protein 
synthesis  as  was  demonstrated  by  reduced  incorporation  of 
radioactively labeled amino acids (Kamitani et al. 2006). Additional 
experiments will  have  to  determine whether  these  proteins  have 
the same features in the context of a complete set of viral proteins 
during infection. 
Besides  favored  translation of viral RNAs, MHV mediates 
cleavage of 28S rRNA in multiple cell lines, which could influence 
translation in the later stages of cytopathic infection (Banerjee et al. 
2000).  Mature  cytoplasmic  28S  rRNA  is  cleaved  into  five  major 
products from 4 h p.i. onwards, whereas 18S rRNA remains intact. 
Degradation of 28S rRNA  is dependent on virus replication but  is 
independent  of  apoptosis  and  RNase  L  activity  since  it  still 
occurred  in  the presence  of  apoptosis  inhibitors  and  in RNaseL‐/‐ 
cells.  The  potential  involvement  of  p38  or  Fos/Jun  in  28S  rRNA 
degradation has been suggested (Banerjee et al. 2000). 
In  conclusion, MHV  diminishes  cellular  protein  synthesis 
during  infection, without altering the translation machinery of the 
cell. Viral RNA  competes with  cellular mRNA  for  ribosomes.  In 
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addition, interaction of the N protein with the unique 5’‐UTR in the 
MHV RNAs  could mediate preferential  translation of viral RNA. 
Furthermore,  specific  28S  rRNA  cleavage  in  the  later  stages  of 
infection could affect  translation.  It  is currently unknown  if other 
CoVs modulate translation efficiency in a similar way. 
 
Perspectives for the use of “-omics” in CoV-host 
research 
Over the last years, transcriptomics and, more recently, proteomics 
have taken a prominent place in studies of virus‐host interactions. 
One of  the main advantages of microarray analysis  is  that a  large 
set of differentially expressed genes and pathways can be studied 
within  the  same  experiment. However,  there  can be  a  significant 
discrepancy  between  changes  in  cellular  mRNA  and  its 
corresponding protein concentrations (Griffin et al. 2002). Although 
differential  expression  of  mRNA  and  proteins  within  similar 
cellular pathways yields a more pronounced correlation  (Walhout 
et  al.  2002),  profiling  data  should  be  treated  with  caution. 
Microarray  analysis  of  polysome‐associated  mRNAs  can  be 
performed  to  assess  changes  in  mRNAs  that  are  still  being 
translated  in  infected  cells  as  has  been  shown  for  poliovirus 
(Johannes  et  al.  1999).  Since  changes  in  ribosome‐bound mRNAs 
still  do  not  fully  reflect  changes  in  effector  molecules,  virus 
infections will require analysis at the level of protein concentration, 
modification or interaction as well. 
  Cellular  responses during  SARS‐CoV  infection  in Vero‐E6 
cells have been addressed by  transcriptomic as well as proteomic 
approaches (Jiang et al. 2005, Leong et al. 2005). Although the times 
p.i. at which analysis was performed differed, overlapping groups 
of  genes  were  found.  They  included  heat  shock  proteins  and 
ribosomal  proteins.  Yet  a  substantial  part  of  the  differentially 
expressed mRNAs and proteins did not match.  It  is unclear  if  the 
bias  resulted  from  the methods  used  or whether  attenuation  of 
translation  in SARS‐CoV  infected  cells underlies  this observation. 
Despite the fact that poor correlation may exist between differential 
expression  at  the  levels  of  mRNA  and  functional  protein, 
transcriptional profiling will  remain  a valuable  tool  in  the  future 
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when  incorporated  in  parallel  analyses  using  transcriptomics  as 
well  as  proteomic  and  interactomic  approaches. Also  changes  in 
small‐RNA  species  that  have  been  implemented  in  multiple 
cellular  regulatory  processes  which  may  play  a  role  in  viral 
replication or  transcription  could be  studied  in more detail using 
microarrays. Combinational  analysis will  increasingly depend  on 
the  development  and  accessibility  of  sophisticated  analysis 
software. 
 
62 
Chapter 2 
 
References 
 
  1.   An, S., C. J. Chen, X. Yu, J. L. Leibowitz, and S. Makino. 1999. Induction 
of apoptosis in murine coronavirus‐infected cultured cells and 
demonstration of E protein as an apoptosis inducer. J Virol 73:7853‐7859 
  2.   Banerjee, S., S. An, A. Zhou, R. H. Silverman, and S. Makino. 2000. 
RNase L‐independent specific 28S rRNA cleavage in murine coronavirus‐
infected cells. J Virol 74:8793‐8802 
  3.   Banerjee, S., K. Narayanan, T. Mizutani, and S. Makino. 2002. Murine 
coronavirus replication‐induced p38 mitogen‐activated protein kinase 
activation promotes interleukin‐6 production and virus replication in 
cultured cells. J Virol 76:5937‐5948 
  4.   Barac‐Latas, V., G. Suchanek, H. Breitschopf, A. Stuehler, H. Wege, and 
H. Lassmann. 1997. Patterns of oligodendrocyte pathology in 
coronavirus‐induced subacute demyelinating encephalomyelitis in the 
Lewis rat. Glia 19:1‐12 
  5.   Barretto, N., D. Jukneliene, K. Ratia, Z. Chen, A. D. Mesecar, and S. C. 
Baker. 2005. The papain‐like protease of Severe Acute Respiratory 
Syndrome coronavirus has deubiquitinating activity. The Journal of 
Virology 79:15189‐15198 
  6.   Baudoux, P., C. Carrat, L. Besnardeau, B. Charley, and H. Laude. 1998. 
Coronavirus pseudoparticles formed with recombinant M and E proteins 
induce alpha interferon synthesis by leukocytes. J Virol 72:8636‐8643 
  7.   Beeck, A. O. D. and P. Caillet‐Fauquet. 1997. Viruses and the cell cycle. 
Prog. Cell Cycle Res 3:1‐19 
  8.   Belyavsky, M., E. Belyavskaya, G. A. Levy, and J. L. Leibowitz. 1998. 
Coronavirus MHV‐3‐induced apoptosis in macrophages. Virology 
250:41‐49 
  9.   Belyavskyi, M., G. A. Levy, and J. L. Leibowitz. 1998. The pattern of 
induction of apoptosis during infection with MHV‐3 correlates with 
strain variation in resistance and susceptibility to lethal hepatitis. Adv. 
Exp. Med. Biol. 440:619‐625 
  10.   Bert, A. G., R. Grepin, M. A. Vadas, and G. J. Goodall. 2006. Assessing 
IRES activity in the HIF‐1alpha and other cellular 5ʹ UTRs. RNA. 12:1074‐
1083 
63 
Host cell responses during CoV infection 
  11.   Boya, P., A. L. Pauleau, D. Poncet, R. A. Gonzalez‐Polo, N. Zamzami, 
and G. Kroemer. 2004. Viral proteins targeting mitochondria: controlling 
cell death. Biochim. Biophys. Acta 1659:178‐189 
  12.   Cai, Y., Y. Liu, D. Yu, and X. Zhang. 2003. Down‐regulation of 
transcription of the proapoptotic gene BNip3 in cultured astrocytes by 
murine coronavirus infection. Virology 316:104‐115 
  13.   Castilletti, C., L. Bordi, E. Lalle, G. Rozera, F. Poccia, C. Agrati, I. 
Abbate, and M. R. Capobianchi. 2005. Coordinate induction of IFN‐
alpha and ‐gamma by SARS‐CoV also in the absence of virus replication. 
Virology 341:163‐169 
  14.   Chang, Y. J., C. Y. Liu, B. L. Chiang, Y. C. Chao, and C. C. Chen. 2004. 
Induction of IL‐8 release in lung cells via activator protein‐1 by 
recombinant baculovirus displaying severe acute respiratory syndrome‐
coronavirus spike proteins: identification of two functional regions. J 
Immunol 173:7602‐7614 
  15.   Chen, C. J. and S. Makino. 2002. Murine coronavirus‐induced apoptosis 
in 17Cl‐1 cells involves a mitochondria‐mediated pathway and its 
downstream caspase‐8 activation and bid cleavage. Virology 302:321‐332 
  16.   Chen, C. J. and S. Makino. 2004. Murine coronavirus replication induces 
cell cycle arrest in G0/G1 phase. J Virol 78:5658‐5669 
  17.   Chen, C. J., K. Sugiyama, H. Kubo, C. Huang, and S. Makino. 2004. 
Murine coronavirus nonstructural protein p28 arrests cell cycle in G0/G1 
phase. J Virol 78:10410‐10419 
  18.   Chen, H., A. Gill, B. K. Dove, S. R. Emmett, C. F. Kemp, M. A. Ritchie, 
M. Dee, and J. A. Hiscox. 2005. Mass spectroscopic characterization of 
the coronavirus infectious bronchitis virus nucleoprotein and elucidation 
of the role of phosphorylation in RNA binding by using surface plasmon 
resonance. J Virol 79:1164‐1179 
  19.   Chen, H., T. Wurm, P. Britton, G. Brooks, and J. A. Hiscox. 2002. 
Interaction of the coronavirus nucleoprotein with nucleolar antigens and 
the host cell. J Virol 76:5233‐5250 
  20.   Chen, W. and R. S. Baric. 1995. Function of a 5ʹ‐end genomic RNA 
mutation that evolves during persistent mouse hepatitis virus infection in 
vitro. J Virol 69:7529‐7540 
64 
Chapter 2 
 
  21.   Cheung, C. Y., L. L. Poon, I. H. Ng, W. Luk, S. F. Sia, M. H. Wu, K. H. 
Chan, K. Y. Yuen, S. Gordon, Y. Guan, and J. S. Peiris. 2005. Cytokine 
responses in severe acute respiratory syndrome coronavirus‐infected 
macrophages in vitro: possible relevance to pathogenesis. J Virol 79:7819‐
7826 
  22.   Choi, K. S., A. Mizutani, and M. M. Lai. 2004. SYNCRIP, a member of 
the heterogeneous nuclear ribonucleoprotein family, is involved in 
mouse hepatitis virus RNA synthesis. J Virol 78:13153‐13162 
  23.   Chow, K. Y., Y. S. Yeung, C. C. Hon, F. Zeng, K. M. Law, and F. C. 
Leung. 2005. Adenovirus‐mediated expression of the C‐terminal domain 
of SARS‐CoV spike protein is sufficient to induce apoptosis in Vero E6 
cells. FEBS Lett. 579:6699‐6704 
  24.   Cinatl, J., Jr., G. Hoever, B. Morgenstern, W. Preiser, J. U. Vogel, W. K. 
Hofmann, G. Bauer, M. Michaelis, H. F. Rabenau, and H. W. Doerr. 
2004. Infection of cultured intestinal epithelial cells with severe acute 
respiratory syndrome coronavirus. Cell Mol. Life Sci. 61:2100‐2112 
  25.   Collins, A. R. 2002. In vitro detection of apoptosis in 
monocytes/macrophages infected with human coronavirus. Clin. Diagn. 
Lab Immunol 9:1392‐1395 
  26.   Dove, B., G. Brooks, K. Bicknell, T. Wurm, and J. A. Hiscox. 2006a. Cell 
cycle perturbations induced by infection with the coronavirus infectious 
bronchitis virus and their effect on virus replication. J Virol 80:4147‐4156 
  27.   Dove, B. K., J. H. You, M. L. Reed, S. R. Emmett, G. Brooks, and J. A. 
Hiscox. 2006b. Changes in nucleolar morphology and proteins during 
infection with the coronavirus infectious bronchitis virus. Cell Microbiol. 
8:1147‐1157 
  28.   Eleouet, J. F., E. A. Slee, F. Saurini, N. Castagne, D. Poncet, C. Garrido, 
E. Solary, and S. J. Martin. 2000. The viral nucleocapsid protein of 
transmissible gastroenteritis coronavirus (TGEV) is cleaved by caspase‐6 
and ‐7 during TGEV‐induced apoptosis. J Virol 74:3975‐3983 
  29.   Esche, C., C. Stellato, and L. A. Beck. 2005. Chemokines: key players in 
innate and adaptive immunity. J Invest Dermatol 125:615‐628 
  30.   Frieman, M., M. Heise, and R. Baric. 2007. SARS coronavirus and innate 
immunity. Virus Res. 
65 
Host cell responses during CoV infection 
  31.   Gosert, R., A. Kanjanahaluethai, D. Egger, K. Bienz, and S. C. Baker. 
2002. RNA replication of mouse hepatitis virus takes place at double‐
membrane vesicles. J Virol 76:3697‐3708 
  32.   Griffin, T. J., S. P. Gygi, T. Ideker, B. Rist, J. Eng, L. Hood, and R. 
Aebersold. 2002. Complementary profiling of gene expression at the 
transcriptome and proteome levels in Saccharomyces cerevisiae. Mol. 
Cell Proteomics. 1:323‐333 
  33.   Haan, C. A., .de, M. de Wit, L. Kuo, C. Montalto‐Morrison, B. L. 
Haagmans, S. R. Weiss, P. S. Masters, and P. J. M. Rottier. 2003. The 
glycosylation status of the murine hepatitis coronavirus M protein affects 
the interferogenic capacity of the virus in vitro and its ability to replicate 
in the liver but not the brain. Virology 312:395‐406 
  34.   Haller, O., G. Kochs, and F. Weber. 2006. The interferon response circuit: 
induction and suppression by pathogenic viruses. Virology 344:119‐130 
  35.   Hay, S. and G. Kannourakis. 2002. A time to kill: viral manipulation of 
the cell death program. J Gen Virol 83:1547‐1564 
  36.   Herold, J. and R. Andino. 2001. Poliovirus RNA replication requires 
genome circularization through a protein‐protein bridge. Mol. Cell 7:581‐
591 
  37.   Hilton, A., L. Mizzen, G. MacIntyre, S. Cheley, and R. Anderson. 1986. 
Translational control in murine hepatitis virus infection. J Gen Virol 67 
( Pt 5):923‐932 
  38.   Hiscox, J. A., T. Wurm, L. Wilson, P. Britton, D. Cavanagh, and G. 
Brooks. 2001. The coronavirus infectious bronchitis virus nucleoprotein 
localizes to the nucleolus. J. Virol. 75:506‐512 
  39.   Huang, P. and M. M. Lai. 1999. Polypyrimidine tract‐binding protein 
binds to the complementary strand of the mouse hepatitis virus 3ʹ 
untranslated region, thereby altering RNA conformation. J Virol 73:9110‐
9116 
  40.   Huang, P. and M. M. Lai. 2001. Heterogeneous nuclear 
ribonucleoprotein a1 binds to the 3ʹ‐untranslated region and mediates 
potential 5ʹ‐3ʹ‐end cross talks of mouse hepatitis virus RNA. J Virol 
75:5009‐5017 
66 
Chapter 2 
 
  41.   Jack, C. S., N. Arbour, J. Manusow, V. Montgrain, M. Blain, E. McCrea, 
A. Shapiro, and J. P. Antel. 2005. TLR signaling tailors innate immune 
responses in human microglia and astrocytes. J Immunol 175:4320‐4330 
  42.   Jenner, R. G. and R. A. Young. 2005. Insights into host responses against 
pathogens from transcriptional profiling. Nat. Rev. Microbiol. 3:281‐294 
  43.   Jiang, X. S., L. Y. Tang, J. Dai, H. Zhou, S. J. Li, Q. C. Xia, J. R. Wu, and 
R. Zeng. 2005. Quantitative analysis of severe acute respiratory 
syndrome (SARS)‐associated coronavirus‐infected cells using proteomic 
approaches: implications for cellular responses to virus infection. Mol. 
Cell Proteomics. 4:902‐913 
  44.   Johannes, G., M. S. Carter, M. B. Eisen, P. O. Brown, and P. Sarnow. 
1999. Identification of eukaryotic mRNAs that are translated at reduced 
cap binding complex eIF4F concentrations using a cDNA microarray. 
Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A 96:13118‐13123 
  45.   Kamitani, W., K. Narayanan, C. Huang, K. Lokugamage, T. Ikegami, N. 
Ito, H. Kubo, and S. Makino. 2006. Severe acute respiratory syndrome 
coronavirus nsp1 protein suppresses host gene expression by promoting 
host mRNA degradation. Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A 
  46.   Kopecky‐Bromberg, S. A., L. Martinez‐Sobrido, and P. Palese. 2006. 7a 
protein of severe acute respiratory syndrome coronavirus inhibits 
cellular protein synthesis and activates p38 mitogen‐activated protein 
kinase. J Virol 80:785‐793 
  47.   Kyuwa, S., M. Cohen, G. Nelson, S. M. Tahara, and S. A. Stohlman. 
1994. Modulation of cellular macromolecular synthesis by coronavirus: 
implication for pathogenesis. J. Virol. 68:6815‐6819 
  48.   Lampert, P. W., J. K. Sims, and A. J. Kniazeff. 1973. Mechanism of 
demyelination in JHM virus encephalomyelitis. Electron microscopic 
studies. Acta Neuropathol. (Berl) 24:76‐85 
  49.   Law, H. K., C. Y. Cheung, H. Y. Ng, S. F. Sia, Y. O. Chan, W. Luk, J. M. 
Nicholls, J. S. Peiris, and Y. L. Lau. 2005a. Chemokine up‐regulation in 
SARS‐coronavirus‐infected, monocyte‐derived human dendritic cells. 
Blood 106:2366‐2374 
  50.   Law, P. T., C. H. Wong, T. C. Au, C. P. Chuck, S. K. Kong, P. K. Chan, K. 
F. To, A. W. Lo, J. Y. Chan, Y. K. Suen, H. Y. Chan, K. P. Fung, M. M. 
Waye, J. J. Sung, Y. M. Lo, and S. K. Tsui. 2005b. The 3a protein of 
67 
Host cell responses during CoV infection 
severe acute respiratory syndrome‐associated coronavirus induces 
apoptosis in Vero E6 cells. J Gen Virol 86:1921‐1930 
  51.   Leong, W. F., H. C. Tan, E. E. Ooi, D. R. Koh, and V. T. Chow. 2005. 
Microarray and real‐time RT‐PCR analyses of differential human gene 
expression patterns induced by severe acute respiratory syndrome (SARS) 
coronavirus infection of Vero cells. Microbes. Infect. 7:248‐259 
  52.   Levy, G. A., J. L. Leibowitz, and T. S. Edgington. 1981. Induction of 
monocyte procoagulant activity by murine hepatitis virus type 3 parallels 
disease susceptibility in mice. J Exp Med. 154:1150‐1163 
  53.   Li, H. P., P. Huang, S. Park, and M. M. Lai. 1999. Polypyrimidine tract‐
binding protein binds to the leader RNA of mouse hepatitis virus and 
serves as a regulator of viral transcription. J Virol 73:772‐777 
  54.   Li, H. P., X. Zhang, R. Duncan, L. Comai, and M. M. Lai. 1997. 
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein A1 binds to the transcription‐
regulatory region of mouse hepatitis virus RNA. Proc. Natl. Acad. Sci. U. 
S. A 94:9544‐9549 
  55.   Li, Y., L. Fu, D. M. Gonzales, and E. Lavi. 2004. Coronavirus 
neurovirulence correlates with the ability of the virus to induce 
proinflammatory cytokine signals from astrocytes and microglia. J Virol 
78:3398‐3406 
  56.   Lindner, H. A., N. Fotouhi‐Ardakani, V. Lytvyn, P. Lachance, T. Sulea, 
and R. Menard. 2005. The papain‐like protease from the severe acute 
respiratory syndrome coronavirus is a deubiquitinating enzyme. J Virol 
79:15199‐15208 
  57.   Liu, C., H. Y. Xu, and D. X. Liu. 2001. Induction of caspase‐dependent 
apoptosis in cultured cells by the avian coronavirus infectious bronchitis 
virus. J Virol 75:6402‐6409 
  58.   Liu, Q., W. Yu, and J. L. Leibowitz. 1997. A specific host cellular protein 
binding element near the 3ʹ end of mouse hepatitis virus genomic RNA. 
Virology 232:74‐85 
  59.   Liu, Y., Y. Cai, and X. Zhang. 2003. Induction of caspase‐dependent 
apoptosis in cultured rat oligodendrocytes by murine coronavirus is 
mediated during cell entry and does not require virus replication. J Virol 
77:11952‐11963 
68 
Chapter 2 
 
  60.   Liu, Y., Y. Pu, and X. Zhang. 2006. Role of the mitochondrial signaling 
pathway in murine coronavirus‐induced oligodendrocyte apoptosis. J 
Virol 80:395‐403 
  61.   Liu, Y. and X. Zhang. 2005. Expression of cellular oncogene Bcl‐xL 
prevents coronavirus‐induced cell death and converts acute infection to 
persistent infection in progenitor rat oligodendrocytes. J Virol 79:47‐56 
  62.   Lundberg, M. and M. Johansson. 2001. Is VP22 nuclear homing an 
artifact? Nat. Biotechnol. 19:713‐714 
  63.   Luo, H., Q. Chen, J. Chen, K. Chen, X. Shen, and H. Jiang. 2005. The 
nucleocapsid protein of SARS coronavirus has a high binding affinity to 
the human cellular heterogeneous nuclear ribonucleoprotein A1. FEBS 
Lett. 579:2623‐2628 
  64.   Meer, Y. v. d., E. J. Snijder, J. C. Dobbe, S. Schleich, M. R. Denison, W. 
J. Spaan, and J. K. Locker. 1999. Localization of mouse hepatitis virus 
nonstructural proteins and RNA synthesis indicates a role for late 
endosomes in viral replication. J Virol 73:7641‐7657 
  65.   Meylan, E. and J. Tschopp. 2006. Toll‐like receptors and RNA helicases: 
two parallel ways to trigger antiviral responses. Mol. Cell 22:561‐569 
  66.   Mizutani, T., S. Fukushi, M. Saijo, I. Kurane, and S. Morikawa. 2004. 
Importance of Akt signaling pathway for apoptosis in SARS‐CoV‐
infected Vero E6 cells. Virology 327:169‐174 
  67.   Mizzen, L., G. MacIntyre, F. Wong, and R. Anderson. 1987. 
Translational regulation in mouse hepatitis virus infection is not 
mediated by altered intracellular ion concentrations. J Gen Virol 68 ( Pt 
8):2143‐2151 
  68.   Nanda, S. K. and J. L. Leibowitz. 2001. Mitochondrial aconitase binds to 
the 3ʹ untranslated region of the mouse hepatitis virus genome. J Virol 
75:3352‐3362 
  69.   Naniche, D., S. I. Reed, and M. B. Oldstone. 1999. Cell cycle arrest 
during measles virus infection: a G0‐like block leads to suppression of 
retinoblastoma protein expression. J Virol 73:1894‐1901 
  70.   Nash, T. C. and M. J. Buchmeier. 1997. Entry of mouse hepatitis virus 
into cells by endosomal and nonendosomal pathways. Virology 233:1‐8 
69 
Host cell responses during CoV infection 
  71.   Nelson, G. W., S. A. Stohlman, and S. M. Tahara. 2000. High affinity 
interaction between nucleocapsid protein and leader/intergenic sequence 
of mouse hepatitis virus RNA. J Gen Virol 81:181‐188 
  72.   Ng, L. F., M. L. Hibberd, E. E. Ooi, K. F. Tang, S. Y. Neo, J. Tan, K. R. 
Murthy, V. B. Vega, J. M. Chia, E. T. Liu, and E. C. Ren. 2004. A human 
in vitro model system for investigating genome‐wide host responses to 
SARS coronavirus infection. BMC. Infect. Dis. 4:34 
  73.   Okabayashi, T., H. Kariwa, S. Yokota, S. Iki, T. Indoh, N. Yokosawa, I. 
Takashima, H. Tsutsumi, and N. Fujii. 2006. Cytokine regulation in 
SARS coronavirus infection compared to other respiratory virus 
infections. J Med. Virol 78:417‐424 
  74.   Poggioli, G. J., T. S. Dermody, and K. L. Tyler. 2001. Reovirus‐induced 
sigma1s‐dependent G(2)/M phase cell cycle arrest is associated with 
inhibition of p34(cdc2). J Virol 75:7429‐7434 
  75.   Prentice, E., W. G. Jerome, T. Yoshimori, N. Mizushima, and M. R. 
Denison. 2004. Coronavirus replication complex formation utilizes 
components of cellular autophagy. J Biol. Chem. 279:10136‐10141 
  76.   Rempel, J. D., L. A. Quina, P. K. Blakely‐Gonzales, M. J. Buchmeier, 
and D. L. Gruol. 2005. Viral induction of central nervous system innate 
immune responses. J. Virol. 79:4369‐4381 
  77.   Rempel, J. D., S. J. Murray, J. Meisner, and M. J. Buchmeier. 2004. 
Differential regulation of innate and adaptive immune responses in viral 
encephalitis. Virology 318:381‐392 
  78.   Rowland, R. R., V. Chauhan, Y. Fang, A. Pekosz, M. Kerrigan, and M. D. 
Burton. 2005. Intracellular localization of the severe acute respiratory 
syndrome coronavirus nucleocapsid protein: absence of nucleolar 
accumulation during infection and after expression as a recombinant 
protein in vero cells. J Virol 79:11507‐11512 
  79.   Samuel, M. A. and M. S. Diamond. 2005. Alpha/beta interferon protects 
against lethal West Nile virus infection by restricting cellular tropism and 
enhancing neuronal survival. J Virol 79:13350‐13361 
  80.   Schafer, K. A. 1998. The cell cycle: a review. Vet. Pathol 35:461‐478 
  81.   Schwartz, T., L. Fu, and E. Lavi. 2002. Differential induction of apoptosis 
in demyelinating and nondemyelinating infection by mouse hepatitis 
virus. J Neurovirol. 8:392‐399 
70 
Chapter 2 
 
  82.   Senanayake, S. D. and D. A. Brian. 1999. Translation from the 5ʹ 
untranslated region (UTR) of mRNA 1 is repressed, but that from the 5ʹ 
UTR of mRNA 7 is stimulated in coronavirus‐infected cells. J Virol 
73:8003‐8009 
  83.   Shen, X. and P. S. Masters. 2001. Evaluation of the role of heterogeneous 
nuclear ribonucleoprotein A1 as a host factor in murine coronavirus 
discontinuous transcription and genome replication. Proc. Natl. Acad. Sci. 
U. S. A 98:2717‐2722 
  84.   Shi, S. T., P. Huang, H. P. Li, and M. M. Lai. 2000. Heterogeneous 
nuclear ribonucleoprotein A1 regulates RNA synthesis of a cytoplasmic 
virus. EMBO J 19:4701‐4711 
  85.   Shi, S. T., J. J. Schiller, A. Kanjanahaluethai, S. C. Baker, J. W. Oh, and 
M. M. Lai. 1999. Colocalization and membrane association of murine 
hepatitis virus gene 1 products and De novo‐synthesized viral RNA in 
infected cells. J Virol 73:5957‐5969 
  86.   Shi, S. T., G. Y. Yu, and M. M. Lai. 2003. Multiple type A/B 
heterogeneous nuclear ribonucleoproteins (hnRNPs) can replace hnRNP 
A1 in mouse hepatitis virus RNA synthesis. J Virol 77:10584‐10593 
  87.   Shintani, T. and D. J. Klionsky. 2004. Autophagy in health and disease: 
a double‐edged sword. Science 306:990‐995 
  88.   Siddell, S., H. Wege, A. Barthel, and M. ter, V. 1981. Intracellular 
protein synthesis and the in vitro translation of coronavirus JHM mRNA. 
Adv. Exp Med. Biol. 142:193‐207 
  89.   Snijder, E. J., M. Y. van der, J. Zevenhoven‐Dobbe, J. J. Onderwater, M. 
J. van der, H. K. Koerten, and A. M. Mommaas. 2006. Ultrastructure and 
origin of membrane vesicles associated with the severe acute respiratory 
syndrome coronavirus replication complex. J. Virol. 80:5927‐5940 
  90.   Spagnolo, J. F. and B. G. Hogue. 2000. Host protein interactions with the 
3ʹ end of bovine coronavirus RNA and the requirement of the poly(A) tail 
for coronavirus defective genome replication. J Virol 74:5053‐5065 
  91.   Spiegel, M., A. Pichlmair, L. Martinez‐Sobrido, J. Cros, A. Garcia‐
Sastre, O. Haller, and F. Weber. 2005. Inhibition of Beta interferon 
induction by severe acute respiratory syndrome coronavirus suggests a 
two‐step model for activation of interferon regulatory factor 3. J Virol 
79:2079‐2086 
71 
Host cell responses during CoV infection 
  92.   Spiegel, M., K. Schneider, F. Weber, M. Weidmann, and F. T. Hufert. 
2006. Interaction of severe acute respiratory syndrome‐associated 
coronavirus with dendritic cells. J Gen Virol 87:1953‐1960 
  93.   Spiegel, M. and F. Weber. 2006. Inhibition of cytokine gene expression 
and induction of chemokine genes in non‐lymphatic cells infected with 
SARS coronavirus. Virol J 3:17 
  94.   Surjit, M., R. Kumar, R. N. Mishra, M. K. Reddy, V. T. Chow, and S. K. 
Lal. 2005. The severe acute respiratory syndrome coronavirus 
nucleocapsid protein is phosphorylated and localizes in the cytoplasm by 
14‐3‐3‐mediated translocation. J Virol 79:11476‐11486 
  95.   Surjit, M., B. Liu, V. T. Chow, and S. K. Lal. 2006a. The nucleocapsid 
protein of sars‐coronavirus inhibits the activity of cyclin‐CDK complex 
and blocks S phase progression in mammalian cells. J Biol. Chem. 
  96.   Surjit, M., B. Liu, V. T. Chow, and S. K. Lal. 2006b. The Nucleocapsid 
Protein of Severe Acute Respiratory Syndrome‐Coronavirus Inhibits the 
Activity of Cyclin‐Cyclin‐dependent Kinase Complex and Blocks S Phase 
Progression in Mammalian Cells. J Biol. Chem. 281:10669‐10681 
  97.   Surjit, M., B. Liu, S. Jameel, V. T. Chow, and S. K. Lal. 2004. The SARS 
coronavirus nucleocapsid protein induces actin reorganization and 
apoptosis in COS‐1 cells in the absence of growth factors. Biochem. J 
383:13‐18 
  98.   Tahara, S. M., T. A. Dietlin, C. C. Bergmann, G. W. Nelson, S. Kyuwa, 
R. P. Anthony, and S. A. Stohlman. 1994. Coronavirus translational 
regulation: leader affects mRNA efficiency. Virology 202:621‐630 
  99.   Tahara, S. M., T. A. Dietlin, G. W. Nelson, S. A. Stohlman, and D. J. 
Manno. 1998. Mouse hepatitis virus nucleocapsid protein as a 
translational effector of viral mRNAs. Adv. Exp Med. Biol. 440:313‐318 
  100.   Tan, Y. J., B. C. Fielding, P. Y. Goh, S. Shen, T. H. Tan, S. G. Lim, and W. 
Hong. 2004. Overexpression of 7a, a protein specifically encoded by the 
severe acute respiratory syndrome coronavirus, induces apoptosis via a 
caspase‐dependent pathway. J Virol 78:14043‐14047 
  101.   Tang, B. S., K. H. Chan, V. C. Cheng, P. C. Woo, S. K. Lau, C. C. Lam, T. 
L. Chan, A. K. Wu, I. F. Hung, S. Y. Leung, and K. Y. Yuen. 2005. 
Comparative host gene transcription by microarray analysis early after 
infection of the Huh7 cell line by severe acute respiratory syndrome 
coronavirus and human coronavirus 229E. J Virol 79:6180‐6193 
72 
Chapter 2 
 
  102.   Tseng, C. T., L. A. Perrone, H. Zhu, S. Makino, and C. J. Peters. 2005. 
Severe acute respiratory syndrome and the innate immune responses: 
modulation of effector cell function without productive infection. J 
Immunol 174:7977‐7985 
  103.   Versteeg, G. A., O. Slobodskaya, and W. J. Spaan. 2006. Transcriptional 
profiling of acute cytopathic murine hepatitis virus infection in 
fibroblast‐like cells. J Gen Virol 87:1961‐1975 
  104.   Versteeg, G. A., P. S. van de Nes, P. J. Bredenbeek, and W. J. Spaan. 
2007. The coronavirus spike protein induces endoplasmic reticulum 
stress and upregulation of intracellular chemokine mRNA concentrations. 
J Virol. 81:10981‐10990 
  105.   Visintin, R. and A. Amon. 2000. The nucleolus: the magicianʹs hat for cell 
cycle tricks. Current Opinion in Cell Biology 12:372‐377 
  106.   Walhout, A. J., J. Reboul, O. Shtanko, N. Bertin, P. Vaglio, H. Ge, H. 
Lee, L. Doucette‐Stamm, K. C. Gunsalus, A. J. Schetter, D. G. Morton, K. 
J. Kemphues, V. Reinke, S. K. Kim, F. Piano, and M. Vidal. 2002. 
Integrating interactome, phenome, and transcriptome mapping data for 
the C. elegans germline. Curr. Biol. 12:1952‐1958 
  107.   Walter, B. L., T. B. Parsley, E. Ehrenfeld, and B. L. Semler. 2002. Distinct 
poly(rC) binding protein KH domain determinants for poliovirus 
translation initiation and viral RNA replication. J Virol 76:12008‐12022 
  108.   Wang, Y. and X. Zhang. 1999. The nucleocapsid protein of coronavirus 
mouse hepatitis virus interacts with the cellular heterogeneous nuclear 
ribonucleoprotein A1 in vitro and in vivo. Virology 265:96‐109 
  109.   Werts, C., S. E. Girardin, and D. J. Philpott. 2006. TIR, CARD and 
PYRIN: three domains for an antimicrobial triad. Cell Death. Differ. 
13:798‐815 
  110.   Wileman, T. 2006. Aggresomes and autophagy generate sites for virus 
replication. Science 312:875‐878 
  111.   Wong, S. L., Y. Chen, C. M. Chan, C. S. Chan, P. K. Chan, Y. L. Chui, K. 
P. Fung, M. M. Waye, S. K. Tsui, and H. Y. Chan. 2005. In vivo 
functional characterization of the SARS‐Coronavirus 3a protein in 
Drosophila. Biochem. Biophys. Res Commun. 337:720‐729 
73 
Host cell responses during CoV infection 
  112.   Wu, G. F. and S. Perlman. 1999. Macrophage infiltration, but not 
apoptosis, is correlated with immune‐mediated demyelination following 
murine infection with a neurotropic coronavirus. J Virol 73:8771‐8780 
  113.   Wurm, T., H. Chen, T. Hodgson, P. Britton, G. Brooks, and J. A. Hiscox. 
2001. Localization to the nucleolus is a common feature of coronavirus 
nucleoproteins, and the protein may disrupt host cell division. J Virol 
75:9345‐9356 
  114.   Xu, H. Y., K. P. Lim, S. Shen, and D. X. Liu. 2001. Further identification 
and characterization of novel intermediate and mature cleavage products 
released from the ORF 1b region of the avian coronavirus infectious 
bronchitis virus 1a/1b polyprotein. Virology 288:212‐222 
  115.   Yan, H., G. Xiao, J. Zhang, Y. Hu, F. Yuan, D. K. Cole, C. Zheng, and G. 
F. Gao. 2004. SARS coronavirus induces apoptosis in Vero E6 cells. J Med. 
Virol 73:323‐331 
  116.   Yang, Y., Z. Xiong, S. Zhang, Y. Yan, J. Nguyen, B. Ng, H. Lu, J. 
Brendese, F. Yang, H. Wang, and X. F. Yang. 2005. Bcl‐xL inhibits T‐cell 
apoptosis induced by expression of SARS coronavirus E protein in the 
absence of growth factors. Biochem. J 392:135‐143 
  117.   Yen, Y. T., F. Liao, C. H. Hsiao, C. L. Kao, Y. C. Chen, and B. A. Wu‐
Hsieh. 2006. Modeling the early events of severe acute respiratory 
syndrome coronavirus infection in vitro. J Virol 80:2684‐2693 
  118.   You, J., B. K. Dove, L. Enjuanes, M. L. DeDiego, E. Alvarez, G. Howell, 
P. Heinen, M. Zambon, and J. A. Hiscox. 2005. Subcellular localization of 
the severe acute respiratory syndrome coronavirus nucleocapsid protein. 
J. Gen. Virol. 86:3303‐3310 
  119.   Yu, W. and J. L. Leibowitz. 1995. Specific binding of host cellular 
proteins to multiple sites within the 3ʹ end of mouse hepatitis virus 
genomic RNA. J Virol 69:2016‐2023 
  120.   Yuan, X., Y. Shan, Z. Zhao, J. Chen, and Y. Cong. 2005. G0/G1 arrest and 
apoptosis induced by SARS‐CoV 3b protein in transfected cells. Virol J 
2:66 
  121.   Yuan, X., J. Wu, Y. Shan, Z. Yao, B. Dong, B. Chen, Z. Zhao, S. Wang, J. 
Chen, and Y. Cong. 2006. SARS coronavirus 7a protein blocks cell cycle 
progression at G0/G1 phase via the cyclin D3/pRb pathway. Virology 
346:74‐85 
74 
Chapter 2 
 
  122.   Zamora, M., W. E. Marissen, and R. E. Lloyd. 2002. Multiple eIF4GI‐
specific protease activities present in uninfected and poliovirus‐infected 
cells. J. Virol. 76:165‐177 
  123.   Zhirnov, O. P., T. E. Konakova, W. Garten, and H. Klenk. 1999. 
Caspase‐dependent N‐terminal cleavage of influenza virus nucleocapsid 
protein in infected cells. J Virol 73:10158‐10163 
  124.   Ziegler, T., S. Matikainen, E. Ronkko, P. Osterlund, M. Sillanpaa, J. 
Siren, R. Fagerlund, M. Immonen, K. Melen, and I. Julkunen. 2005. 
Severe acute respiratory syndrome coronavirus fails to activate cytokine‐
mediated innate immune responses in cultured human monocyte‐
derived dendritic cells. J Virol 79:13800‐13805 
75 
Host cell responses during CoV infection 
 
76 
Transcriptional profiling of acute 
cytopathic murine hepatitis virus infection 
in fibroblast-like cells. 
 
 
G.A. Versteeg, O. Slobodskaya and W.J.M. Spaan 
 
J Gen Virol. 2006 Jul;87(Pt 7):1961‐75. 
 
Transcriptional profiling 
 
78 
Chapter 3 
 
 79
Abstract 
Understanding the orchestrated genome‐wide cellular responses is 
critical  for  comprehending  the  early  events  of  coronavirus 
infection.  Microarray  analysis  was  applied  to  assess  changes  in 
cellular  expression  profiles  during  different  stages  of  two 
independent, highly controlled mouse hepatitis virus  infections  in 
vitro.  Fibroblast‐like  L  cells were  infected  at  high multiplicity  in 
order to study the direct effects of a synchronized lytic coronavirus 
infection. Total RNA was harvested from MHV‐ or mock‐infected L 
cells at 3, 5 and 6 h p.i. and hybridized to Affymetrix microarrays 
representing  approximately  12500  murine  genes  and  expressed 
sequences. The expression data were compared to their respective 
mock‐infected  controls.  Quantitative  RT‐PCR  of  selected 
transcripts  was  used  to  validate  the  differential  expression  of 
transcripts  and  inter‐experiment  reproducibility  of  microarray 
analysis. We  conclude  that MHV‐A59  infection  in  fibroblast‐like 
cells triggers very few transcriptional cellular responses in the first 
three  hours  of  infection.  Later,  after  having  established  a 
productive  infection,  a  chemokine  response  is  induced  together 
with  other  cellular  changes  associated  with  RNA  and  protein 
metabolism, cell cycle and apoptosis.  Interferon responses are not 
triggered  during  infection,  although  the  L  cells  can  be  readily 
stimulated  to  produce  interferon  by  poly(I:C),  a  known  potent 
inducer of  interferon. Possibly,  the  interferon  response  is actively 
counteracted by a virus‐encoded antagonist as has previously been 
described for other RNA viruses. 
 
Introduction 
Mouse  hepatitis  virus  (MHV)  is  one  of  the  best‐studied 
representatives  of  the  family  Coronaviridae  and  may  serve  as  a 
valuable model  for  coronaviruses  such  as  SARS‐CoV  and NL63 
that cause human diseases (Fouchier et al. 2003, Hoek van der et al. 
2004).  Its  genome  consists  of  single‐stranded  RNA  of  positive 
polarity  and  encompasses more  than  31000  nucleotides.  Having 
such large genomes ‐ and nearly all of it devoted to coding capacity 
‐  gives  coronaviruses  adaptive  advantages  compared  to  other 
viruses  with  smaller  RNA  genomes.  MHV  genome  expression 
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starts with the translation of two large open reading frames (ORFs), 
which encode two polyproteins that are subsequently processed by 
viral  proteinases  into  at  least  16  non‐structural  proteins.  These 
include  a RNA‐dependent RNA  polymerase,  three  proteinases,  a 
helicase and a number of RNA‐processing enzymes  (Snijder  et al. 
2003).  The  other  ORFs,  which  are  located  at  the  3ʹ‐third  of  the 
genome, are expressed from subgenomic RNAs (sgRNAs). Most of 
these ORFs encode proteins  that constitute  the viral particles. The 
function of  the majority of  the viral proteins and  their  interaction 
with the host cell have not yet been fully characterized.  
  Coronavirus  infection  of  established  cell  lines  –  including 
fibroblast  cell  lines  ‐  has  been  extensively  used  as  a  model  for 
studying  viral  genome  expression  and  virus‐host  interaction. 
During  lytic MHV  infection,  levels  of  virus‐encoded  intracellular 
mRNAs rapidly  increase and  they actively compete  for ribosomes 
with cellular mRNAs (Hilton et al. 1986). In this way MHV down‐
regulates  host  cell  translation,  without  having  any  pronounced 
effect  on  cellular  transcription  (Siddell  et  al.  1981).  Like  other 
positive‐stranded RNA viruses, MHV uses cellular membranes as 
sites of viral RNA  replication  (Meer van der  et  al.  1999, Shi  et  al. 
1999). Viral  infection  triggers  the  formation  of double‐membrane 
vesicles, which originate  from  intracellular membranes  (Gosert  et 
al. 2002, Meer van der et al. 1999, Prentice et al. 2004, Shi et al. 1999). 
Cell  surface  expression  of  the  viral  spike  glycoprotein  results  in 
cell‐to‐cell  fusion  (Vennema et al. 1990), which  is accompanied by 
fragmentation and  rearrangement of  the Golgi apparatus  (Lavi  et 
al. 1996). Accumulation of intracellular complexes of spike and the 
MHV receptor Ceacam1 has been implemented in the development 
of  a  cytopathic  effect  (CPE)  (Rao  and Gallagher  1998).  Profound 
effects  of  MHV  infection  on  cellular  functions  and  structure 
eventually result in cell death. 
  In  response  to  viral  infection  cells  produce  cytokines  and 
chemokines (Li et al. 2004, Rempel et al. 2005), which play a key role 
in modulating  innate  as well  as  adaptive  immune  responses.  In 
addition  to  an  inflammatory  response,  other  changes  of host  cell 
expression during MHV  infection have been described  (Cai  et  al. 
2003, Kyuwa et al. 1994, Ning et al. 2003a, Ning et al. 2003b, Taguchi 
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and Siddell 1985); yet the understanding of MHV‐host interactions 
at the cellular level has been limited. 
  Here,  we  applied  microarray  analysis  to  assess  global 
changes  in  cellular  expression  profiles  during  acute  cytopathic 
coronavirus  infection.  We  demonstrate  that  MHV  infection  in 
fibroblast‐like  cells  triggers  very  few  changes  in  cellular mRNA 
levels  in  the  first  hours  of  infection.  After  having  established 
exponential  virus  production,  innate  immune  and  inflammatory 
responses  were  elicited  together  with  other  cellular  changes 
associated with RNA and protein metabolism, oxidative stress, cell 
cycle and apoptosis. The analysis of transcriptional changes in cells 
undergoing  lytic  MHV  infection  provides  new  clues  into 
coronavirus‐host interaction.  
 
Materials and methods 
Cells, virus, plaque assay. Mouse Sac(‐) and L cell  lines (Jacobs et 
al.  1981) were  grown  as monolayers  in Dulbecco modified Eagle 
medium  supplemented with 100 units/ml of penicillin, 100 μg/ml 
of streptomycin and 10%  fetal calf serum  (growth medium). After 
infection or during poly (I:C) treatment, cells were incubated in the 
same  medium  with  antibiotics  but  with  3%  fetal  calf  serum 
(supporting  medium).  Strain  A59  of  MHV  was  obtained  from 
ATCC. The working  stock of  the virus was prepared using Sac(‐) 
cells  as  previously  described  (Spaan  et  al.  1981).  Viral  titres  in 
p.f.u./ml were determined by plaque assay on L cells  (Spaan et al. 
1981). 
 
Viral  infection and RNA  isolation. 7.5 x 105 L  cells were  seeded 
into plates  of  5  cm diameter. Next day  subconfluent monolayers 
were washed  once with  PBS  containing  40  μg/ml DEAE‐dextran 
and  incubated  for  1 hour  at  37  °C with PBS  containing 40  μg/ml 
DEAE‐dextran,  2%  fetal  calf  serum  and  MHV‐A59  at  m.o.i.  10. 
Mock‐infected  cells  were  treated  in  the  same  way  with  the 
omission  of  virus. After  adsorption,  the  inoculum was  removed, 
cells were washed twice, supporting medium was added, and cells 
were incubated at 37 °C. In order to reduce the effect of biological 
variation  in  cellular  gene  expression,  we  performed  two 
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independent infection experiments for microarray analysis with a 3 
weeks interval. For the two experiments we used the same batches 
of all solutions, the same cell passage and the same viral stock and 
strove to reproduce identical conditions. Medium for virus titration 
and  cells  for RNA  isolation were harvested  at  the  indicated  time 
points. Total RNA was isolated from the cells using TRIzol reagent 
(Gibco  BRL)  as  recommended  by  the  manufacturer.  RNA 
concentration was determined spectrophotometrically. For quality 
and quantity control, 4 μg of total RNA was subjected to 1% native 
agarose gel electrophoresis and stained with ethidium bromide. 
  
Sample  preparation  and  chip  hybridization.  Samples  for 
hybridization  to  microarrays  were  prepared  from  total  cellular 
RNA of MHV‐ (at 3, 5 and 6 h p.i.) and mock‐infected (at 3 and 5 h 
p.i.)  cells  according  to  the Affymetrix GeneChip manual. Briefly, 
RNA was  purified  on RNeasy  columns  (Qiagen).  12  μg  of RNA 
eluted  from  the  columns  was  used  for  cDNA  synthesis  with 
SuperScript  II  reverse  transcriptase  (Invitrogen)  and  a  primer 
containing a T7 RNA polymerase promoter site and a 5ʹ stretch of 
(dT)24. The second strand cDNA was synthesized  in  the presence 
of  E.  coli  DNA  polymerase  I,  DNA  ligase  and  RNase  H  (all 
enzymes from Invitrogen). Half of the dsDNA served as a template 
for cRNA synthesis that was performed with T7 RNA polymerase 
(Ambion), 100 mM of each NTP and 10 mM of each biotin‐11‐CTP 
and biotin‐16‐UTP (PerkinElmer). The in vitro transcription yielded 
15‐  to 20‐fold amplification of  the  starting amount of RNA. RNA 
was purified on RNeasy  columns  and  fragmented. Hybridization 
of  RNA  to  Affymetrix  murine  GeneChip  U74Av2,  staining  and 
scanning was performed in the Leiden Genome Technology Center 
following the manufacturerʹs recommendations. 
 
Chip  data  analysis.  Affymetrix  murine  GeneChip  U74Av2  has 
probe sets for 12422 characterized genes and expressed sequences. 
Each  sequence  is  represented  by  16  probe  oligonucleotide  pairs, 
one  oligonucleotide  of  the  pair  being  a  perfect  match  for  the 
sequence  and  another  having  a  single mismatch. The microarray 
scanning  data  were  analyzed  with  the  use  of  Rosetta  Resolver 
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software, version  5.0  (Rosetta  Inpharmatics LLC)  according  to  its 
manual.  Rosetta  Resolver  uses  intensity  signals  of  perfect match 
and mismatch probes and of background to calculate a p‐value that 
reflects  the  level  of  confidence  that  a  sequence  is  expressed. Ten 
transcriptional  profiles  of  virus‐  and  mock‐infected  cells  were 
subjected  to  two‐dimensional  clustering.  Normalization  for 
clustering was achieved by transformation of  intensity values  into 
z‐scores  to  emphasize  the  relative  change  of  intensity  of  a  gene 
across  transcriptional  profiles.  An  agglomerative  clustering 
algorithm,  error‐weighted  cosine  correlation  as  a  similarity 
measure  for  profiles  and  genes,  a  complete  linkage  method  for 
profiles  and  average  linkage method  for  genes were  applied  for 
clustering. 938 gene clusters with  the coefficient of variation more 
than 0.3 were  included. In order  to  identify sequences with virus‐
induced changes  in  the expression  level, we compared profiles of 
infected cells at 3 and 5 h p.i. with corresponding profiles of mock‐
infected  cells.  Profiles  of  MHV‐infected  cells  at  6  h  p.i.  were 
compared  with  those  of  mock‐infected  at  5  h  p.i..  Combined 
replicate profiles from two independent experiments were used in 
the  above  comparisons. A  positive  fold‐induction  is  the  ratio  of 
sequence  intensity values  in  infection and mock‐infection profiles. 
A  negative  fold‐induction  is  the  reverse  ratio  (mock‐  to  MHV‐
infection) with  the minus sign. The p‐value of  the ratio  takes  into 
account differences in intensities of infected and control probe sets 
as well as intensity variance within each probe set and reflects the 
confidence of differential expression. For all analyses we set the p‐
value to be less than 0.01. 
  Sequences  that  showed  differential  expression  in  infected 
cells were grouped according to Gene Ontology terms of biological 
processes or cellular components, which were available on the web 
site of the National Center for Biotechnology Information in March, 
2005.  Sequences  not  yet  annotated  by  Gene  Ontology  were  not 
analyzed  further. Genes  that  could be placed  into more  than one 
group  according  to  their  annotation  were  put  arbitrarily  into  a 
single group. Here we present differentially expressed genes  that 
belong  to  the  selected  14  groups  and  that  were  significantly 
changed  by  2.5‐fold  or  more  (p‐value  <  0.01).  We  used  gene 
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symbols  defined  by  the  rules  of  the  International Committee  on 
Standardized Genetic Nomenclature for Mice. 
 
Quantitative RT‐PCR.  cDNA was  synthesized with  1  μg of  total 
cellular RNA  as  a  template,  0.5  μg  random hexamers  (Promega), 
and  SuperScript  II  reverse  transcriptase  (Invitrogen).  We  chose 
random  hexamers  as  primers  in  order  to  represent  the  relative 
amount  of  each  RNA  species  in  the  cells.  Aliquots  of  the  same 
cDNA solution were used for quantitative PCR (qPCR) on different 
templates.  Gene‐specific  primers  (nucleotide  sequences  are 
available  on  request)  for  qPCR  were  selected  with  the  help  of 
Primer3 software (Rozen and Skaletsky 2000). A primer set for the 
MHV‐A59  3ʹ UTR,  annealing  to  genome‐length  and  subgenomic 
viral RNA, was used  for detection of  total viral RNA. Primers  for 
MHV‐A59 ORF1b were used  for detection of genome‐length viral 
RNA. qPCR was performed with HotStar Taq polymerase (Qiagen) 
and SYBR Green  I  (Molecular Probes)  in an  iCycler PCR machine 
(BioRad) for 40 cycles with 3 steps in a cycle, each step for 20 sec, a 
denaturing  step  at  94  °C,  an  annealing  step  at  a  temperature 
specific for a given pair of primers (58‐63 °C), and an extension step 
at 72 °C. Data were analyzed with  iCycler software. Specificity of 
qPCR was confirmed by  the melting curve of amplified products. 
Ten‐fold  dilutions  of  a  cDNA  sample  with  the  highest 
concentration  of  a  given  template  were  used  to  build  standard 
curves.  In  a  similar way,  standard  curves  for  total  and  genome‐
length viral RNA were built using cDNA of a mixture of 0.9 μg of 
total RNA from uninfected cells and 0.1 μg of virion RNA. Virion 
RNA  was  isolated  from  virions  purified  by  isokinetic 
sedimentation  in a sucrose gradient as described before  (Spaan  et 
al.  1981).  The  amount  of  RNA  in  a  sample  was  determined  in 
respect  to  a  standard  sample  and  expressed  in  relative  units. 
Results  of  quantification  were  normalized  to  the  amount  of 
GAPDH  mRNA  in  the  same  sample  in  order  to  correct  for 
efficiency of  reverse  transcription. Finally,  results were arbitrarily 
normalized to fit a convenient scale. Each qPCR was performed in 
triplicate, means and SD were calculated. The level of interferon α4 
and  β mRNA  in  infected  and mock‐infected  cells was  below  the 
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detection  limit. Interferon fold‐induction after poly (I:C) treatment 
was calculated as a ratio of the interferon RNA level at a given time 
point and the detection limit.  
Interferon induction by poly (I:C). L cells were seeded as for 
an infection experiment. The next day cells were washed with PBS 
and  incubated  for 2 h at 37  °C  in  supporting medium  containing 
400  μg/m DEAE‐dextran. After  that,  cells were washed with PBS 
and  incubated  for  32 h  at  37  °C  in  supporting medium with  100 
μg/m  poly  (I:C)  (Sigma).  At  the  indicated  time  after  poly  (I:C) 
addition,  cells  were  dissolved  in  TRIzol  for  total  cellular  RNA 
isolation. 
 
Results and discussion 
Viral replication.  
We  set  out  to  characterize  changes  in  host  cell  expression  in 
fibroblast‐like L cells during  lytic  infection with MHV. The course 
of a robust cytopathic MHV infection was described more than 30 
years  ago  (Sturman  and  Takemoto  1972).  In  order  to  be  able  to 
correlate  changes  in  cellular  expression with  parameters  of  viral 
infection,  we  determined  the  kinetics  of  virus  production,  viral 
RNA content and CPE development in L cells that are maintained 
in  our  lab.  We  used  an  m.o.i.  10  in  order  to  infect  all  cells 
simultaneously. During  the  first 4 h p.i., no visible changes  in  the 
cell morphology were observed and no virus was secreted into the 
medium (Fig. 1A). The end of the lag period and the beginning of 
the  exponential  phase  of  virus  production  coincided  with  the 
appearance of CPE, i.e. the formation of multinuclear giant cells, at 
5 h p.i.. Viral production reached a maximum level at 9 h p.i. when 
nearly all  cells were  fused  into  syncytia. At  this  stage virus yield 
was  1000  p.f.u./cell  (Fig.  1A).  The  use  of  a  sensitive  RT‐qPCR 
allowed us to measure the levels of viral RNA from the beginning 
of infection. The increase of viral RNA levels preceded that of viral 
production  by  two  hours  (Fig.  1B).  With  an  one‐hour  interval 
between time points, the accumulation of both genome‐length and 
sgRNA started simultaneously at 2 h p.i.. The molar ratio of  total 
viral RNA to genome‐size viral RNA reached 10:1 at 4 h p.i.. Later 
in infection this ratio remained constant, which was similar to what 
Transcriptional profiling 
 
has been described for bovine coronavirus infection (Hofmann et al. 
1990).  
 
 
(a) 
(b) 
Fig. 1. Kinetics of viral production (A) and viral RNA content (B) in L cells infected 
with MHV A59. Virus was added at time point 0 h at m.o.i. 10 p.f.u./cell. Reference 
experiment (dashed line) and microarray experiments (solid line) are shown. Microarray 
experiments values are the average of two replicate values. Bars show variation between 
results from two infections. Arrows indicate time points used for microarray analysis. RNA 
content was determined by RT-qPCR, normalized to GAPDH content and expressed in 
relative units (RU). Values for total viral RNA (S) and genome-size viral RNA () are 
shown. 
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For analysis of  cellular  expression we  repeated  the  infection of L 
cells twice, harvested medium and  isolated RNA from MHV‐ and 
mock‐infected  cells  at  hourly  intervals.  The  kinetics  of  viral 
production  and  RNA  synthesis  were  very  similar  in  both 
experiments (Fig. 1A, B). We chose 3, 5 and 6 h p.i. as time points 
for  expression  profiling.  At  3  h  p.i.  the  concentration  of  viral 
products within infected cells was apparently sufficient to support 
exponential  viral  RNA  accumulation,  but  there  was  no  virus 
secretion and no obvious CPE yet. At 5 and 6 h p.i. viral production 
was in the exponential phase. The levels of viral RNA increased by 
100‐fold (genome‐size) and 200‐fold (total) at 5 h p.i. as compared 
to  3  h  p.i..  Multinuclear  cells  started  to  appear  at  5  h  p.i.  and 
harbored  approximately  25%  of  the nuclei  at  6 h p.i.. Expression 
profiles in mock‐infected cells at 3 and 5 h p.i. served as controls.  
 
Overall cellular gene expression during MHV infection.  
44‐48% of approximately 12500 sequences represented on the chips 
were  expressed  in  mock‐infected  L  cells  and  early  in  infection. 
Later in infection the number of expressed genes decreased to 41% 
and 38% at 5 and 6 h p.i., respectively. Clustering analysis allowed 
us  to visualize differences  in  cellular gene  expression. Profiles  of 
infected L  cells at 3 h p.i.  clustered  together with  those of mock‐
infected cells, which indicated a very low impact of viral infection 
on  the steady‐state  levels of cellular RNAs at  this  time point  (Fig. 
2).  A  pronounced  effect  of  infection  became  obvious  at  5  and 
especially 6 h p.i. (Fig. 2). Clustering illustrated biological variance 
in  two  independent  experiments.  Despite  our  attempts  to 
reproduce  the  experimental  conditions,  profiles  of mock‐infected 
cells  and  of MHV‐infected  cells  at  3  h  p.i.  formed  two  separate 
clusters  according  to  the  experiment  (Fig.  2).  Combining  two 
replicates  increased  the  statistical  significance of  the analysis and 
filtered out non‐consistent  changes  that were present only  in one 
experiment. Reliability of the analysis was further confirmed by the 
consistency  of many  changes  throughout  the  course  of  infection 
(Tables 1‐4).  
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Validation of microarray hybridization results  
The level of expression of several genes was measured by RT‐qPCR 
to validate the microarray data by an independent method. mRNA 
levels of Fos, macrophage inflammatory protein 2 (MIP‐2 or Cxcl2), 
beta‐2 microglobulin  (B2m), non‐POU‐domain‐containing octamer 
binding  protein  (Nono)  and  interferons  beta  (Ifnb)  and  alpha  4 
(Ifna4) were determined in MHV‐ and mock‐infected cells not only 
at  the  time points  of  the microarray  analysis  but  throughout  a  6 
hours  time  course.  qPCR  and microarray  results  for  these  genes 
were  in  agreement  (Fig.  3,  inset  tables). Levels  of  Fos  and Cxcl2 
transcripts  increased,  B2m  and Nono  transcript  content  dropped 
(Fig. 3), and Ifnb and Ifna4 mRNA was undetectable during MHV 
infection (data not shown). 
 
Cellular genes affected by MHV infection.  
We grouped differentially expressed genes according  to  the Gene 
Ontology  annotation  of  biological  processes  or  cellular 
components. Here we present genes  (Tables 1‐4)  that belonged  to 
selected groups and had more than 2.5‐fold changes  in expression 
in comparison with control samples.  
 
 
 
Fig. 2. Clustering of expression profiles of MHV- and mock-infected L cells. Gene 
expression is shown as a matrix with rows representing profiles and columns representing 
genes. Gene expression in an individual profile was compared to a mean value for this 
gene based on ten profiles. Red color indicates upregulation, green indicates 
downregulation and black is used for no change in gene expression. The names of the 
profiles include experiment number (I or II), infection (MHV or mock) and time p.i.. The 
dendrogram on the left illustrates the structure of clusters of the profiles. 
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Innate immunity, inflammatory and defense responses, signaling 
MHV  infection  in  L  cells  resulted  in  an  induction  of  three 
inflammatory  chemokines: Cxcl1, Cxcl2  and Cx3cl1  (Table  1). An 
increase  in Cxcl2 RNA concentration was detected at 3 h p.i. and 
reached a 7‐fold increase at 6 h p.i.. Cxcl1 and Cxcl2 are immediate 
early chemokines  that attract neutrophils  to sites of  injury  in vivo. 
Cx3cl1 functions as a chemokine as well as an adhesion molecule. 
Together with Cxcl1 and Cxcl2, induction of interleukin‐6 (Il6) and 
tumour necrosis  factor  alpha  (Tnfa) were  found  to  be prominent 
responses  to MHV  infection  in  neural  cells  (Rempel  et  al.  2005). 
However, MHV  did  not  induce  expression  of  Il6  and  Tnfa  in  L 
cells. Differences  in  cytokine  expression  patterns  between MHV‐
infected  neural  and  fibroblast‐like  cells  suggest  different 
mechanisms  of  induction  of  these  cytokines.  Anti‐inflammatory 
response in virus‐infected L cells was illustrated by suppression of  
Jak3  and  elevation  of  suppressor  of  cytokine  signaling  3  (Socs3) 
expression (Table 1). 
  Despite  the  fact  that  L  cells were  able  to  sense  the  viral 
infection  and  respond  to  it  with  chemokine  induction,  the 
interferon  pathway was  not  activated  at  any  time  point  during 
MHV  infection.  The  absence  of  transcripts  of  immediate  early 
interferons  Infa4  and  Infb was  confirmed  by RT‐qPCR  (data  not 
shown).  In order  to exclude  the possibility  that our  line of L cells 
had  a defect  in  the  interferon  induction pathway, we  treated  the 
cells with a known interferon inducer, poly (I:C). 
  Immediate  early  interferon  mRNA  levels  increased  more 
than 10‐fold already after 3 hours of  treatment (Fig. 4). Maximum 
induction  of  approximately  1000‐fold was  achieved  at  22  hours. 
Induction was also obtained with Sendai virus  infection  in L cells 
(data not shown).  It was shown previously  that various strains of 
MHV,  including A59,  are poor  inducers of  interferon  in  cultured 
cells  (Garlinghouse,  Jr.  et  al.  1984,  Sturman  and  Takemoto  1972). 
Whether MHV hides  from recognition by  the  interferon  induction 
system  or  actively  suppresses  it  remains  a  question  for  future 
research.  
Transcriptional profiling 
 
 
 
Fig. 3. Kinetics of mRNA content of Fos, Cxcl2, B2m and Nono in MHV- () 
and mock-infected () cells. mRNA content in the cells was determined with the 
use of RT-qPCR and expressed in relative units (RU). Inset tables show fold-
induction as determined by hybridization to microarrays (MA) and by RT-qPCR. 
Microarray data for Nono are from two probe sets. Values marked with an asterisk 
had a p-value more than 0.01. 
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MHV  infection  led  to  downregulation  of  genes  encoding MHC‐I 
proteins (Table 1) that present  intracellular antigens to specialized 
immune  cells.  Tripeptidyl  peptidase  II  (Tpp2),  which  plays  a 
crucial  role  in  MHC‐I  presentation  (Reits  et  al.  2004),  was  also 
down‐regulated  (Table 3). Reduction  in mRNA  levels and surface 
expression of MHC class I was found previously in a macrophage 
cell line infected with MHV (Kyuwa et al. 1994). However, in non‐
lytically  infected cells MHC‐I has been shown  to be up‐regulated, 
probably by paracrine action  (Lavi et al. 1989, Rempel et al. 2005). 
Mouse  cells  ubiquitously  express  Crry,  a  cell  surface‐bound 
complement  regulatory  protein,  capable  of  inhibiting  C3 
convertase activity and  thereby protecting cells  from homologous 
complement  (Nomura  et  al.  2002). RNA  levels  for  this gene were 
greatly  reduced  in  MHV‐infected  cells  (Table  1),  potentially 
rendering  infected  cells  vulnerable  to  destructive  complement 
action. 
 
 
Fig. 4. Induction of immediate early interferons alpha 4 (S) and beta (U) mRNA in 
L cells by poly (I:C) treatment. L cells were pre-treated for 2 h with DEAE-dextran and 
at time point 0 h 100 μg/ml poly (I:C) was added. Interferon RNA content was determined 
by RT-qPCR and fold induction was calculated as described in Materials and Methods. 
Transcriptional profiling 
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MHV infection affected expression of a number of genes associated 
with  signaling  cascades  that  regulate  homeostasis,  growth, 
differentiation,  response  to  stress  and  death.  Mapk  signaling 
mediates  inflammatory  responses  and  it  might  be  involved  in 
induction  of  the  chemokines  described  above.  Dual  specificity 
phosphatases  (Dusps)  modulate  intracellular  signaling  by 
dephosporylation  of  Mapks  thus  limiting  an  inflammatory 
reaction. During MHV infection, Dusp1, 2 and 8 were up‐regulated 
(Table  1).  This  result  supports  the  observation  that  both 
inflammatory  and  anti‐inflammatory  signals  were  activated  in 
MHV‐infected cells. 
RNA metabolism.  
  The largest group of genes differentially expressed in MHV 
infected  cells  was  associated  with  cellular  transcription.  In  this 
group,  transcription  factor  Fos  showed  the  strongest  induction. 
Fos, as well as Jun, Junb and Erg1 (Krox‐24), which were also up‐
regulated  in  infected  cells  (Table  2),  are  induced  in  response  to 
diverse  signals.  These  transcription  cofactors  initiate  ordered 
expression of  target genes  thus  regulating cell division, apoptosis 
and inflammatory responses. Fos, Jun and Junb are constituents of 
the activator protein‐1 (AP‐1) transcription factor complex that was 
shown to play a key role in the induction of interleukin‐8 (IL8) by 
the  spike  glycoprotein  of  SARS‐CoV  (Chang  et  al.  2004).  In  the 
same way,  upregulation  of  AP‐1  genes  in MHV‐infected mouse 
cells  could  lead  to  induction  of  chemokine  Cxcl2,  a  mouse 
functional  counterpart  of  human  IL8.  On  the  other  hand, 
downregulation  of  some  other  transcription  factors  implied 
suppressive action of  the virus. Activation of Nfkb  (NF‐κB) by  its 
release  from  a  complex  with  inhibitor  Nfkbia  (IκBα)  or  by 
transcriptional  induction  is  a  common  feature  of  a  response  to 
pathogens  (Jenner  and  Young  2005).  However,  in  MHV‐A59‐
infected L cells, the level of Nfkb mRNA was decreasing (‐2.3 fold 
at 6 h p.i.) while its inhibitor Nfkbia was induced (Table 2). 
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Differentially expressed genes participating in RNA processing and 
splicing and  in export of RNA  from  the nucleus were prevalently 
downregulated  (Table 2). The earliest change  in expression  in  the 
RNA metabolism group was detected  for  the Nono gene that was 
downregulated  from 3 h p.i. onwards  (Table 2). Nono  in complex 
with proline/glutamine‐rich splicing  factor Sfpq,  the expression of 
which was also downregulated, participates in a variety of nuclear 
processes  including  transcription  and  pre‐mRNA  processing 
(Shav‐Tal and Zipori 2002). The finding that the human homolog of 
Nono  constantly  shuttles  between  the  nucleus  and  cytoplasm 
(Zolotukhin et al. 2003) suggested that this protein may also have a 
cytoplasmic function. 
 
Protein metabolism.  
Infection by various viruses results in ER stress that can be caused 
either by synthesis of proteins foreign to the host cells (Dimcheff et 
al. 2004), or by rapid accumulation of substantial amounts of viral, 
especially misfolded, proteins in the ER (Li et al. 2005, Netherton et 
al. 2004, Su  et  al. 2002). MHV  replication  in  its exponential phase 
led  to  induction  of  three  genes  that  are  considered  to  be  key 
markers  of  the  unfolded  protein  response:  homocysteine‐
responsive endoplasmic reticulum  resident protein 1  (Herpud1 or 
Herp), DNA‐damage inducible transcript 3 (Ddit3 or Chop) (Table 
3) and heat shock 70 kD protein 5 (Hspa5 or Bip, 1.5‐fold at 6 h p.i.). 
A  number  of  genes  encoding  ubiquitin‐specific  proteases  (Usp) 
were down‐regulated in infected cells (Table 3). Suppression  
of Usp genes could  indicate enhanced ubiquitin‐mediated protein 
degradation  as  part  of  the  unfolded  protein  response  and  could 
also affect other possible  functions of Usps,  such as  regulation of 
transcription,  membrane  protein  trafficking  and  signal 
transduction  (Amerik  and  Hochstrasser  2004).  It  was  recently 
shown  that  coronavirus  papain‐like  proteinase  PLpro  can  act  as 
deubiquitinating enzymes (Barretto et al. 2005, Lindner et al. 2005). 
Knowledge of  changes  in  the  cellular  environment might help  in 
identifying the function and specificity of the virus‐coded enzyme. 
Transcriptional profiling 
 
Oxidative stress, cell cycle, DNA repair and apoptosis 
Additional  evidence  for  ER  overload  in MHV‐infected  cells was 
supplied  by  detection  of  up‐regulated  expression  of  the 
myeloperoxidase  (Mpo)  and  thioredoxin  interacting  protein 
(Txnip) genes, which  are  characteristic  for oxidative  stress  (Table 
4).  Stress  conditions  can  eventually  lead  to  cell  cycle  arrest  and 
apoptosis.  Genes  with  a  strongly  changed  expression  later  in 
infection were consistent with an anti‐apoptotic program (Table 4). 
Caspase 7 (Casp7) and death‐associated kinase 3 (Dapk3) (Kawai et 
al. 1998) participate in the induction of apoptosis and their mRNA 
levels were  significantly  decreased  in  infected  cells. Other  genes 
involved  in  apoptosis  had  smaller  changes  in  expression.  Taken 
together,  both  pro‐  as  well  as  anti‐apoptotic  genes  were 
differentially  expressed  as  a  result  of  lytic  infection.  The  overall 
effect on the induction of apoptosis in coronavirus‐infected L cells 
remains yet inconclusive.  
 
Concluding remarks 
We  applied microarray  analysis  to  study  changes  in  the  steady‐
state  levels of cellular mRNAs during a one‐step growth curve of 
MHV. A graphical  summary of  the  results  is presented  in Fig. 5. 
Viral  infection can  influence  the  transcriptional profile of  infected 
cells  by  affecting  rates  of  mRNA  synthesis  and  processing, 
transport  from  the  nucleus  to  cytoplasm,  and  decay  in  the 
cytoplasm.  Coronavirus  proteins  including  RNA  modifying 
enzymes  (Snijder  et  al.  2003)  and  proteinases  can  act  directly  on 
cellular  mRNA  or  on  cellular  enzymes  involved  in  RNA 
metabolism.  In addition,  transcripts  levels  can be modulated as a 
cellular  response  to  viral  products.  Ongoing  improvement  of 
nucleotide  sequence  annotations  and  microarray  analysis  tools 
might support new  findings  in  the same data sets. Future studies 
are  needed  to  reveal whether  protein  levels  of  the  differentially 
expressed genes are also changed in MHV‐infected cells and what 
role these proteins play in coronavirus replication. 
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 Recently,  Rempel  and  co‐authors  (Rempel  et  al.  2005)  reported 
microarray  analysis  of primary  culture  of  a mixed  population  of 
neural cells infected with MHV. Infection in the neural culture was 
slow  and  non‐lytic with  only  10%  of  the  cells  infected  by  JHM 
strain of MHV at  the  time of  transcription profiling on day 3 p.i. 
(Rempel  et  al.  2005).  Interestingly,  despite  big  differences  in 
experimental setup, some cellular genes showed the same trends in 
expression  in  two  different  models  of  MHV‐host  interaction. 
Among the common responses were up‐regulated genes encoding 
chemokines, Junb and Nfkbia. Probably, mechanisms of  induction 
of these genes are common for these two models and can therefore 
be conveniently studied in an established cell line in the future. 
 
 Fig. 5 Graphical summary of microarray results. 
 
The  relatively  small  overlap  of  two  expression  data  sets  from 
neural and  fibroblast‐like cells can be explained by reasoning  that 
the majority of differentially expressed genes in the primary neural  
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culture represented paracrine effects – changes  in uninfected cells 
that constituted 90% of the cells in the culture. 
  In  the  course  of  MHV  infection  in  L  cells,  chemokine 
induction  became  gradually  more  prominent.  In  contrast  to 
chemokine induction, no increase in mRNA levels of interferons or 
any of  their known downstream  effectors was detected at  any of 
the time points investigated. These data are in agreement with the 
long‐standing  observation  that  many  coronavirus  strains  are 
sensitive to interferon pretreatment, but poor interferon inducers in 
infected  cells  (Aurisicchio  et  al. 2000, Garlinghouse,  Jr.  et  al. 1984, 
Matsuyama  et  al.  2000,  Taguchi  and  Siddell  1985,  Virelizier  and 
Gresser 1978). 
Recently, Spiegel and co‐workers (2005) concluded that SARS‐CoV 
interferes with  the  key  transcription  factor,  interferon  regulatory 
factor  3  (IRF‐3),  involved  in  interferon  induction, which  suggests 
that  interferon  response  can  be  counteracted  by  a  coronavirus‐
encoded  antagonist  as  has  previously  been  described  for  several 
other plus‐strand RNA viruses (Frolova et al. 2002, Pesch van et al. 
2001, Zoll et al. 2002). 
  Our analysis provided data on  the cellular environment of 
coronavirus replication. On  the basis of our current knowledge of 
the strategy of coronavirus genome expression, some of  the genes 
with  changed  expression  (Nono,  Sfpq, Usps) might play  a direct 
role in the viral life cycle. Genes encoding chemokines, constituents 
of  transcription  factor  complex AP‐1,  proteins  involved  in  stress 
responses  (to unfolded protein  and  oxidative  stress)  are  likely  to 
represent  cellular  responses  to  viral  infection.  Newly  identified 
cellular genes  from either group can serve as potential  targets  for 
the  development  of  antivirals  if  these  responses  are  common  to 
coronavirus infections. Current research in our laboratory is aimed 
at  identification  of  differences  in  expression  profiles  between 
acutely  and  persistently  infected  cells  as  well  as  unravelling  of 
induction  mechanisms  of  the  chemokine  responses  described  in 
this work. 
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Prevention of IFN induction by CoVs 
Abstract 
Many  viruses  encode  antagonists  to  prevent  interferon  (IFN) 
induction.  Infection  of  fibroblasts  with  the  murine  hepatitis 
coronavirus  (MHV)  and  SARS‐coronavirus  (SARS‐CoV)  did  not 
result  in  nuclear  translocation  of  interferon‐regulatory  factor  3 
(IRF‐3), a key  transcription  factor  involved  in  IFN  induction, and 
induction  of  IFN  mRNA  transcription.  Furthermore,  MHV  and 
SARS‐CoV infection could not prevent IFN induction by poly (I:C) 
or Sendai virus, suggesting that these CoVs do not inactivate IRF‐3‐
mediated  transcription  regulation,  but  apparently  prevent 
detection  of  replicative  RNA  by  cellular  sensory molecules. Our 
data indicate that shielding of viral RNA to host cell sensors might 
be  the main general mechanism  for coronaviruses  to prevent  IFN 
induction. 
 
Introduction 
Type 1 interferons (IFN) are soluble cytokines that mediate an anti‐
viral state during a wide variety of  infections. Their expression  is 
mainly  regulated  at  the  level  of  transcription  (Haller  et  al.  2006). 
Virus  infections activate signaling pathways that eventually result 
in  the  production  of  IFN‐β  and  IFN‐α4  (immediate  early  IFNs). 
Molecular pattern  recognition  receptors such as  toll‐like  receptors 
(TLRs)  are  mainly  expressed  by  specialized  cells  and  can  be 
triggered  to  initiate  IFN  production.  Non‐specialized  cells  like 
fibroblasts  do  not  express  these  TLRs.  For  induction  of  IFN‐
mediated  innate  immunity,  these  cells  are  dependent  on  the 
cytoplasmic  RNA  helicases  retinoic  acid–inducible  gene  I  (RIG‐I) 
and melanoma differentiation–associated gene 5 (MDA‐5) (Haller et 
al.  2006).  The  helicases  recognize  viral  RNA  and  subsequently 
activate  the  IFN‐mediated  innate  immune  response.  RIG‐I 
recognizes RNA with unprotected 5’‐triphosphates and is activated 
upon  infection  of  cells  with  influenza  virus,  flaviviruses  and 
paramyxoviruses,  whereas  MDA‐5  induces  IFN  production  in 
response  to  double‐stranded  RNA  (dsRNA)  such  as  during 
picornavirus  infection or  transfection with poly  (I:C)  (Hornung  et 
al. 2006, Kato et al. 2006, Pichlmair et al. 2006). Interferon regulatory 
factors  (IRF),  such  as  IRF‐3,  are  the  key  switches  for  the 
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transcription  regulation of  IFN production.  IRF‐3  is constitutively 
expressed and localizes exclusively in the cytoplasm as an inactive 
monomer  in  non‐infected  cells.  Upon  infection,  IRF‐3  is 
phosphorylated,  resulting  in  dimerization  and  subsequent 
translocation  to  the  nucleus, where  it  forms  a  complex with  co‐
activator p300/CBP to induce IFN‐β or IFN‐α4 transcription (Haller 
et al. 2006). 
Coronaviruses  (CoV)  are  positive‐stranded  RNA  viruses 
with  a  genome  of  approximately  30  kb.  Murine  hepatitis  virus 
(MHV)  is a group 2 CoV and  is closely  related  to SARS‐CoV,  the 
causative  agent  of  the  severe  acute  respiratory  syndrome  (SARS) 
outbreak  (Snijder  et  al.  2003).  Previous  studies  have  shown  that 
infection of fibroblasts with MHV and SARS‐CoV does not result in 
a  significant  induction  of  IFN  production  through  intracellular 
detection  by  RNA  helicases.  However,  specialized  cells  that 
express TLRs are  triggered  to produce  IFNs during CoV  infection 
upon  recognition  of  structural  genes  of  the  virus  (reviewed  in 
chapter 2). Together, these observations suggest that CoVs prevent 
IFN  induction  and  the  subsequent  activation  of  antiviral  genes. 
Recently, it has been shown that SARS‐CoV non‐structural protein 
1 (nsp‐1) degrades mRNA, including IFN messengers (Kamitani et 
al. 2006) thereby impairing a proper innate immune response. Here 
we  report  that  despite  accumulation  of  dsRNA  in  infected  cells, 
translocation of  IRF‐3  to  the nucleus does not occur  in MHV and 
SARS‐CoV  infected  cells.  These  data  suggest  that  the  absence  of 
IRF‐3 activation is a general characteristic of group 2 coronaviruses. 
Furthermore we  show  that MHV  and  SARS‐CoV do not  actively 
block IRF‐3 activation via either RIG‐I or MDA‐5 as they are unable 
to  inhibit  IRF‐3  translocation upon Sendai virus  infection or poly 
(I:C) transfection, respectively. 
 
Materials and methods 
Cells and viruses. Mouse L cells and Sac(‐) cells were cultured and 
infected with MHV as described before  (Jacobs et al. 1981). L cells 
stably  expressing  the  SARS‐CoV  receptor  angiotensin  converting 
enzyme 2  (L‐ACE2) were constructed by  transformation of L cells 
with plasmid pcDNA3/FLACE2 (Broer et al. 2006). Full details will 
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be published elsewhere. L‐ACE2 cells were maintained as regular L 
cells, with the only exception that the medium was supplemented 
with  500  μg/ml  G418.  Strain  A59  of  MHV  was  obtained  from 
ATCC. SARS‐CoV  strain Frankfurt 1 was grown on Vero‐E6  cells 
and  all  work  with  infectious  SARS‐CoV  was  performed  as 
described (Snijder et al. 2006). m.o.i. 1‐10 was used for coronavirus 
infections throughout this study. MHV and SARS‐CoV titers were 
determined  by  plaque  assays  on  L  cells  and  L‐ACE2  cells, 
respectively. Recombinant  Sendai  virus H4  (SeV‐H4)  (Cadd  et al. 
1996) was  kindly  provided  by D. Kolakofsky.  SeV‐H4  infections 
were  carried out  in  complete medium  for 30‐45 minutes at 37  °C 
after which complete medium was added to the inoculum.  
 
RNA isolation and quantitative RT‐PCR. Total RNA was isolated 
from  cells  at  the  indicated  times  p.i.  using  TRIzol  reagent 
(Invitrogen). RNA was treated with 2 units of DNaseI (Invitrogen) 
at 37  °C  for 30 minutes  to  remove potential DNA  contamination. 
Quantitative  RT‐PCR  (RT‐qPCR)  was  performed  as  described 
previously (Versteeg et al. 2006). Primer sequences are available on 
request.  
 
IFN  induction  by  poly  (I:C).  L‐ACE2  cells  were  washed  with 
Phosphate Buffered Saline (PBS) and infected with MHV or SARS‐
CoV  in DMEM containing 3% FCS. At 1 h p.i., cells were washed 
with  PBS  and  transfected  with  4  μg  poly  (I:C)  (Sigma)  using 
Lipofectamine  2000  (Invitrogen)  as  recommended  by  the 
manufacturer. Subsequently, cells were incubated for another 7 h at 
37 °C. 
 
Antisera  and  immunofluorescence  assay.  Cells were  seeded  on 
glass  coverslips  in  35‐mm  wells,  infected  and  subsequently 
transfected  as  described  above.  Coverslips were  removed  at  set 
intervals, fixed in 3% paraformaldehyde and further processed for 
immunofluorescence  assay  as  described  previously  (Snijder  et  al. 
2006). Cells were  incubated with either 1:1000 diluted  rabbit k134 
serum  raised  against  MHV  particles  (Rottier  et  al.  1981),  1:400 
diluted  anti‐IRF‐3  (Zymed),  1:400  diluted  5B188.2  anti‐MHV  N 
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(Talbot  et  al.  1984),  1:500  diluted  anti‐SARS‐CoV  nsp‐3  directly 
coupled to Alexa Fluor 488 dye (Snijder et al. 2006) or 1:400 diluted 
anti‐dsRNA antibody  (Weber et al. 2006). Samples were examined 
with  a  Zeiss  Axioskop  2  fluorescence  microscope.  Monoclonal 
antibodies were  detected  using Alexa  Fluor  488‐conjugated  goat 
anti‐mouse  secondary  antibodies  (Invitrogen).  Polyclonal 
antibodies were detected with Cy3‐conjugated donkey  anti‐rabbit 
secondary  antibodies  (Invitrogen). Nuclei were  labeled  by DNA 
staining using Hoechst 33342 dye. 
 
Results 
MHV  is  unable  to  prevent  IFN  induction  by  poly  (I:C)  and 
Sendai  virus.  To  directly  compare  transcription  induction  of 
immediate  early  IFNs  by  MHV  and  SARS‐CoV,  we  stably 
transformed murine L  cells with a plasmid  coding  for  the SARS‐
CoV  receptor  resulting  in  a  cell  line  (L‐ACE2)  that  supported 
infection with both MHV and SARS‐CoV. SARS‐CoV infected 100% 
of  the  cells  and  efficiently  replicated  in L‐ACE2  cells,  completing 
one round of replication in 12 h, similar to the widely used Vero‐E6 
cells (data not shown). In 12 h, virus titers in the medium increased 
to approximately 5x108 p.f.u./ml. 
L‐ACE2  cells  were  infected  at  m.o.i.  10  with  MHV  to 
address  IFN  induction  during  infection. At  8  h  p.i.,  intracellular 
RNA  was  isolated  and  IFN‐α4  mRNA  concentrations  were 
determined  by  RT‐qPCR.  Despite  efficient  MHV  progeny  virus 
production (data not shown), MHV infection did not result in IFN‐
α4  (Fig.  1A)  or  IFN‐β  mRNA  (data  not  shown)  upregulation. 
Infection with different MHV strains  (MHV‐2,  ‐JHM)  in other cell 
lines  (DBT,  WBC264‐9)  did  not  trigger  IFN  transcription  either 
(data not shown). As a control for IFN‐α4 mRNA induction, mock 
infected cells were transfected with poly (I:C). Poly (I:C) treatment 
resulted  in an  increase of  IFN‐α4 mRNA  levels by approximately 
280‐fold  (Fig.  1A),  showing  that  these  cells  can  be  readily 
stimulated  to  initiate  transcription  of  IFN  genes.  Next,  MHV 
infected cells were transfected with poly (I:C) to determine if MHV 
could  actively  prevent  IFN  induction  through MDA‐5 mediated 
IRF‐3 activation.  
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Fig. 1A/B. MHV is unable to prevent IFN induction by poly (I:C). L-ACE2 cells were 
infected with MHV at m.o.i. 10. At 1 h p.i., cells were transfected with 4 μg poly (I:C). At 8 
h p.i. total RNA was isolated and reverse transcribed using random hexamers. (A) IFN-α4 
mRNA concentration was determined using specific RT-qPCR and (B) endogenous IRF-3 
localization and MHV nucleocapsid protein were detected in IFA with specific poly- and 
monoclonal antibodies, respectively. Nuclear IRF-3 is indicated with arrows. 
Subsequently, L-ACE2 cells were seeded on coverslips in 35-mm wells and infected with 
SeV for 30 min. Next, cells were infected with MHV at m.o.i. 5.  At 8.5 h p.i. cells on 
coverslips were fixed in 3% paraformaldehyde. From the remainder of the cells, total RNA 
was isolated and reverse transcribed using random hexamers.  
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Activation of IRF‐3 results  in translocation of IRF‐3 to the nucleus 
which is a prerequisite for early IFN induction. In mock and MHV 
infected  cells  that were  transfected with poly  (I:C),  a  comparable 
fraction  of  the  cells  (85%)  showed nuclear  IRF‐3  translocation  by 
IFA  (Fig.  1B).Approximately  60‐65%  of  those  cells were  infected 
with  MHV,  indicating  that  MHV  cannot  prevent  IRF‐3 
translocation  to  the nucleus and  that  it does not affect  the ratio of 
cells  displaying  nuclear  translocated  IRF‐3. Moreover,  poly  (I:C) 
transfection stimulated IFN‐α4  transcription  to similar  levels as  in 
non‐infected  cells  (Fig.  1A). Although more  than  90%  of  all  cells 
were MHV  infected  after  control  transfection,  the  percentage  of 
infected  cells was  reduced  to  approximately  60%  after  poly  (I:C) 
treatment (Fig. 1B), indicating that although MHV infection can be 
established  after  poly  (I:C)  treatment,  MHV  is  to  some  extent 
sensitive to IFN induction. Together, these data demonstrated that 
early IFNs were not induced by MHV infection and that MHV was 
unable to counteract IFN induction through MDA‐5 by poly (I:C). 
To  determine  whether  MHV  actively  inhibited  IRF‐3 
signaling  through  RIG‐I,  L‐ACE2  cells  were  infected  with  both 
MHV and SeV at an m.o.i. of 5. Nuclear  localization of  IRF‐3 was 
analyzed by IFA in either MHV, SeV or MHV‐SeV double infected 
cells. As  shown  in Fig. 1D,  IRF‐3 was exclusively  localized  in  the 
cytoplasm of cells that were infected with MHV only. This result is 
not  due  to  impairment  of  IRF‐3  translocation  in  these  particular 
cells  since  IRF‐3  translocated  to  the  nuclei  of  SeV‐infected  cells, 
both in the absence and presence of MHV (Fig. 1D). Overall, 70% of 
the cells were infected with SeV and showed nuclear translocation 
of IRF‐3. Of those cells, 90% was also infected with MHV (Fig. 1D), 
indicating  that  MHV  was  unable  to  interfere  with  the  nuclear 
translocation of  IRF‐3  in  cells  that were  infected with both MHV 
and SeV. The  IFN‐α4 mRNA  levels  in  these double  infected  cells 
were  comparable  to  cells  infected with only SeV  (Fig. 1C). Taken 
together,  the  data  presented  in  Fig.  1  clearly  demonstrated  that 
MHV  infection  could not  induce or prevent  the RIG‐I or MDA‐5 
mediated immediate early IFN responses. 
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(c) 
 
 
 
 
(d) 
 
Fig. 1C/D. MHV is unable to prevent IFN induction by Sendai virus. L-ACE2 cells 
were infected with MHV at m.o.i. 10. At 1 h p.i., cells were transfected with 4 μg poly 
(I:C). At 8 h p.i. total RNA was isolated and reverse transcribed using random hexamers. 
(C) IFN-α4 mRNA concentration was determined using specific RT-qPCR and (D) 
endogenous IRF-3 and MHV nucleocapsid protein were detected in IFA with specific poly- 
and monoclonal antibodies, respectively. Nuclear IRF-3 is indicated with arrows. 
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SARS‐CoV is unable to prevent IFN induction by poly (I:C) and 
Sendai virus. To confirm that SARS‐CoV did not induce IFN in L‐
ACE2 cells and that the lack of IFN induction is a general feature of 
group 2 CoVs, we subsequently analyzed whether SARS‐CoV was 
able  to  induce  IFN production  in L‐ACE2 cells.  Intracellular RNA 
was  isolated and  the  induction of  IFN‐α4 was determined by RT‐
qPCR.  Comparable  to  MHV  infected  L‐ACE2  cells,  SARS‐CoV 
infected cells showed no increase in IFN‐α4 (Fig. 2A/D) and IFN‐β 
mRNA  concentrations  (data  not  shown)  compared  to  mock 
infected  cells.  Next,  the  ability  of  SARS‐CoV  to  interfere  with 
MDA‐5  activated  IFN  responses when  stimulated with poly  (I:C) 
was  investigated.  L‐ACE2  cells were  infected with  SARS‐CoV  at 
m.o.i.  5  and  subsequently  transfected  with  poly  (I:C).  No  IFN 
induction  occurred  during  SARS‐CoV  infection.  However, 
treatment with poly (I:C) stimulated IFN‐α4 mRNA concentrations 
by  900‐fold  in  both  mock  as  well  as  SARS‐CoV  infected  cells, 
suggesting  that  no  interference  by  the  virus  occurred. A  similar 
percentage of the cells was transfected with poly (I:C) as indicated 
by nuclear IRF‐3 localization in both mock and SARS‐CoV infected 
samples  (Fig. 2B),  further  illustrating  the  lack of  interference with 
IFN  induction by SARS‐CoV. SARS‐CoV replicative proteins were 
readily detected in one‐third of the cells with nuclear IRF‐3, further 
indicating  that  SARS‐CoV  did  not  significantly  prevent  IRF‐3 
translocation (Fig. 2B). 
Subsequently, L‐ACE2 cells were infected with both SeV 
and SARS‐CoV at an m.o.i. of 1 to establish whether SARS‐CoV 
could actively inhibit IFN mRNA synthesis through RIG‐I. At 12 h 
p.i., RNA was isolated. As determined by RT‐qPCR, SeV infection 
of L‐ACE2 cells resulted in a 80‐fold IFN‐4 mRNA increase at 12 h 
p.i. compared to mock infected cells (Fig. 2D). SARS‐CoV infection 
did not reduce IFN‐α4 mRNA induction in L‐ACE2 cells by SeV 
(Fig. 2D) compared to SeV infection only. IRF‐3 translocation to the 
nucleus was determined by IFA, to establish whether the lack of 
IFN‐α4 induction in SARS‐CoV infected cells resulted from absence 
of IRF‐3 translocation to the nucleus. In mock and SARS‐CoV 
infected cells IRF‐3 resided in the cytoplasm, while in SeV or SARS‐
CoV and SeV double infected cells IRF‐3 was translocated to the  
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(a)
 
 
 
 
(b)
 
Fig. 2A/B. SARS-CoV is unable to prevent IFN induction by poly (I:C). L-ACE2 cells 
were infected with SARS-CoV at m.o.i. 5. At 1 h p.i., cells were transfected with 4 μg poly 
(I:C). At 8 h p.i. total RNA was isolated and reverse transcribed using random hexamers. 
(A) IFN-α4 mRNA concentration was determined using specific RT-qPCR and (B) 
endogenous IRF-3 localization and SARS-CoV nsp-3 protein were detected in IFA with 
specific antibodies. Nuclear IRF-3 is indicated with arrows. Subsequently, L-ACE2 cells 
were infected with SeV or SARS-CoV at m.o.i. 1.  At 12 h p.i. total RNA was isolated and 
reverse transcribed using random hexamers and coverslips were fixed in 3% 
paraformaldehyde. 
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nucleus  (Fig.  2C). Approximately  65% of  those  cells were double 
infected (Fig. 2C), indicating that SARS‐CoV does not interfere with 
nuclear  IRF‐3  localization  in  SeV  infected  cells  and  does  not 
influence the percentage of cells with nuclear IRF‐3. 
 
dsRNA accumulates in SARS‐CoV and MHV infected cells. It has 
been  suggested    that  low  levels  of  dsRNA  in CoV  infected  cells 
could  be  the  reason  for  lack  of  IFN  induction,  rather  than 
interference  with  components  of  the  IFN  induction  pathways 
(Sawicki and Sawicki 2005). To determine the formation of dsRNA 
during viral replication, L‐ACE2 cells infected with either MHV or 
SARS‐CoV were fixed at 8 and 12 h p.i.. The presence of dsRNA in 
MHV or SARS‐CoV  infected cells was determined by  IFA using a 
dsRNA‐specific antibody. No signal was observed in mock infected 
cells,  while  dsRNA  was  detected  in  both  MHV  and  SARS‐CoV 
infected  cells  (Fig.  3),  indicating  the  production  of  significant 
amounts of dsRNA during CoV infection. 
 
Discussion 
The  results  reported here demonstrated  that  infection with MHV 
and SARS‐CoV does not induce immediate early IFNs in fibroblast‐
like cells. We conclude that viral RNA  in CoV  infected cells  is not 
recognized by cellular sensors based on the following observations 
that are summarized in Fig. 4: (i) nuclear IRF‐3 translocation or IFN 
mRNA  transcription was  not  triggered  during MHV  and  SARS‐
CoV  infection despite  the presence  of dsRNA  and  (ii) MHV  and 
SARS‐CoV could not interfere with nuclear IRF‐3 translocation and 
IFN  induction  through RIG‐I by  SeV or  through MDA‐5 by poly 
(I:C).  Viruses  have  evolved  multiple  mechanisms  to  prevent  or 
inactivate  IFN‐mediated  antiviral  immunity  at  the  level  of  IRF‐3 
activation (Haller et al. 2006). For example, influenza virus NS1 and 
E3L from poxviruses are dsRNA binding proteins that prevent IRF‐
3  activation  by  sequestering  viral  RNA  and  thereby  circumvent 
recognition  by  RIG‐I  and  MDA‐5.  The  V  protein  of  several 
paramyxoviruses  interacts  directly with MDA‐5  and  prevents  as 
such IRF‐3 activation and subsequent IFN induction. The hepatitis 
C virus protease NS3/4A cleaves the adaptor molecule VISA. The P  
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(c) 
 
 
(d) 
 
Fig. 2C/D. SARS-CoV is unable to prevent IFN induction by Sendai virus L-ACE2 
cells were infected with SARS-CoV at m.o.i. 5. At 1 h p.i., cells were transfected with 4 μg 
poly (I:C). At 8 h p.i. total RNA was isolated and reverse transcribed using random 
hexamers. (C) IRF-3 localization and SARS-CoV nsp-3 protein were analyzed by 
immunofluorescence. Nuclear IRF-3 is indicated with arrows. (D) IFN-α4 mRNA 
concentration was determined using specific RT-qPCR. 
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protein  of  Borna  disease  virus  (BDV)  inhibits  IRF‐3 
phosphorylation  by  averting  proper  functioning  of  kinase  TBK‐1 
(Haller et al. 2006). Importantly, hepatitis A virus infection has been 
reported  to  interfere with  IRF‐3  translocation and  IFN production 
induced by poly  (I:C) and an exogenous virus, very similar  to  the 
approach described  in  this manuscript  (Fensterl et al. 2005). These 
viruses  all  actively  interfere  with  the  IFN  induction  pathway, 
rather  than  preventing  its  initial  activation.  However,  our  data 
indicate  that MHV,  SARS‐CoV  and possibly  other  group  2 CoVs 
have  devised  a  yet  undescribed mechanism where  viral  RNA  is 
protected from the host cell’s sensory molecules.  
 
 
 
Fig. 3. dsRNA accumulates in SARS-CoV and MHV infected cells. L-ACE2 cells were 
infected with MHV or SARS-CoV at m.o.i. 10 and 1, respectively. At 8 h after MHV 
infection or 12 h after SARS-CoV infection, cells on coverslips were removed from the 
dishes and fixed in 3% paraformaldehyde. MHV and SARS-CoV were detected in IFA 
using specific polyclonal antibodies raised against MHV virions and SARS-CoV N protein, 
respectively. dsRNA was detected in IFA with specific monoclonal antibodies. 
 
MHV replication requires ongoing viral protein synthesis (Sawicki 
and  Sawicki  2005).  In  contrast  to  e.g.  alphaviruses,  MHV 
replication  complexes  are  unstable  and  replication  is marked  by 
high turn‐over of minus‐strand RNA, whereas plus‐strand RNA is 
relatively stable (Sawicki and Sawicki 2005). The instable nature of 
the  minus‐strand  RNA  has  been  suggested  to  prevent  the 
formation  of  stable  dsRNA  replicative  intermediates/  forms  and 
subsequent  triggering  of  the  IFN  response  through  MDA‐5 
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(Sawicki and Sawicki 2005).  Immuno  fluorescence  labeling with a 
dsRNA specific antibody (Fig. 3) strongly suggests that significant 
amounts of dsRNA are formed during CoV infection and that rapid 
turn‐over of minus‐strand RNA  is unlikely  to  explain  the  lack of 
IFN induction. Since substantial amounts of dsRNA are present in 
infected cells  (Fig. 3), our data suggest  that an additional  form of 
protection of the dsRNA underlies the lack of IRF‐3 activation and 
IFN RNA synthesis (Fig. 1 and 2). 
 
 
 
Fig. 4. Summary of presented data. MHV and SARS-CoV do not induce immediate early 
IFNs in fibroblast-like cells, nor can they prevent IFN induction by exogenous sources. 
The observations suggest that viral RNA in CoV infected cells is not recognized by cellular 
sensors.  
 
In compassion  to MDA‐5, RIG‐I mediated  IFN  induction depends 
on  5’‐triphosphates  rather  than  dsRNA  (Hornung  et  al.  2006, 
Pichlmair  et  al.  2006).  dsRNA without  5’‐triphosphates  like  poly 
(I:C),  picornavirus  RNA  which  contains  VPg  at  the  5’  end  or 
capped  RNAs  do  not  trigger  IFN  responses  through  RIG‐I,  but 
utilize  MDA‐5  (Kato  et  al.  2006).  Coronavirus  RNA  is  capped 
during  replication  by which RIG‐I  induction  could  be  prevented 
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(Lai et al. 1982). Since viral RNA synthesis occurs in the cytoplasm 
and  host  cell  RNA  modifications  such  as  capping  occur  in  the 
nucleus, many viruses have devised strategies to provide their own 
RNA modification machinery. All  group  2  coronaviruses  encode 
five  homologs  of  cellular  enzymes  involved  in  RNA  processing 
(Snijder et al. 2003). One of them is a 2′‐O‐methyltransferase which 
could play a role in capping of the viral RNA. 
  The  nature  of  the  replication  complex  could  create  a 
compartment that prevents replicating RNA from detection by the 
host  cell. CoV  replication  complexes are associated with host  cell 
membranes  which  could  create  such  an  environment.  Although 
this is a general feature of all other positive‐stranded RNA viruses, 
association with double membrane vesicles (DMV) has exclusively 
been  reported  for  corona‐  and picornaviruses  so  far  (Gosert  et al. 
2002, Snijder et al. 2006). These DMVs could facilitate replication by 
compartmentalization  of  replication  factors  and  providing 
structural  support  for membrane  anchoring.  Furthermore, DMVs 
could  form  a  protective  micro‐environment  that  prevents  viral 
RNA  from  detection  by  host  cell  sensors.  The  fact  that 
picornaviruses  have  also  devised  other  mechanisms  to  actively 
interfere  with  correct  induction  and  functioning  of  the  IFN 
response (Haller et al. 2006) suggests that the formation of DMVs is 
apparently not  sufficient  to prevent  IFN  induction per se. Current 
knowledge  on  the  similarities  of  the  DMVs  of  these  two  virus 
families is insufficient to establish whether differential organization 
of  CoV  and  picornavirus  DMVs  could  explain  these  different 
properties. A recent report by Kato and co‐workers suggested that 
viruses within the same families trigger IFN responses through the 
same pathway (Kato et al. 2006). We demonstrated that MHV does 
not  interfere  with  the  RIG‐I  or  MDA‐5  pathway.  However,  we 
cannot  rule  out  that  CoVs  induce  IFN  responses  through  other 
cellular molecules  than  RIG‐I  or MDA‐5  at  this  point. Although 
CoVs  may  express  proteins  that  affect  IFN  induction  when 
expressed  separately,  here we demonstrate  that  in  the  context  of 
virus  infection,  CoVs  do  not  significantly  interfere  directly with 
IRF‐3 translocation or IFN transcription. However, Spiegel and co‐
workers  have  reported  nuclear  IRF‐3  localization  during  SARS‐
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CoV  infection  (Spiegel  et  al.  2005).  It  is  currently  unclear  what 
underlies  the  discrepancy  with  our  data.  Their  infections  were 
performed  using  another  SARS‐CoV  strain  (FFM1)  and  different 
cells  (a  selected 293  cell  clone) what may  explain  the differences. 
Similar  results  to  ours  showing  the  inability  of  MHV‐A59  to 
interfere  with  MDA‐5  or  RIG‐I  mediated  IFN  induction  were 
recently published (Zhou and Perlman 2007). The results presented 
in our work confirm and support those findings. The new data on 
SARS‐CoV provide evidence  that all group 2 CoVs may employ a 
similar mechanism to prevent IFN induction.  
Infection of fibroblasts with MHV and SARS‐CoV does not 
result  in  a  significant  IFN production. However,  specialized  cells 
that  express  TLRs  are  triggered  to  produce  IFN  during  CoV 
infection  (reviewed  in  chapter  2).  Furthermore,  plasmacytoid 
dendritic cells (pDC) are the predominant cells to produce systemic 
IFN during MHV infection in vivo (Cervantes‐Barragan et al. 2007). 
The experiments described  in  this manuscript were all performed 
in non‐specialized (immune) cells. Although the significance of the 
absence of  IFN  induction  in  these cells  remains  to be established, 
we hypothesize that it could give the virus an temporal advantage 
early in in vivo infections before it disseminates through the body. 
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Abstract 
Murine hepatitis virus (MHV) and SARS‐CoV are two of the best‐
studied  representatives of  the  family Coronaviridae  (CoV). During 
coronavirus  infection  numerous  cytokines  and  chemokines  are 
induced in vitro and in vivo. Human IL‐8 and its mouse functional 
counterpart CXCL2 are early expressed chemokines. Here we show 
that  SARS‐CoV  and  MHV  induce  ER  stress  and  Cxcl2  mRNA 
transcription during infection in vitro. Expression of the viral spike 
protein  significantly  induced  ER  stress  and  Cxcl2  mRNA 
upregulation while expression of the other structural genes did not. 
Additional experiments with UV‐inactivated virus, cell‐cell  fusion 
blocking  antibodies  and  a  MHV  mutant  with  a  defect  in  spike 
protein maturation,  demonstrated  that  spike‐host  interactions  in 
the  ER  are  responsible  for  the  induction  of  ER  stress  and 
subsequent  Cxcl2  mRNA  transcription.  Despite  a  significant 
increase of Cxcl2 mRNA and functional nuclear‐cytoplasmic RNA 
transport,  no  CXCL2  protein was  released  in  the medium  from 
MHV  infected  cells. Yet,  SeV  infected  cells  showed  a  substantial 
Cxcl2 mRNA  induction  and  a  simultaneous  increase  in  secreted 
CXCL2  protein. Our  results  demonstrate  that  expression  of CoV 
spike proteins induces ER stress which could subsequently trigger 
innate  immune  responses.  However,  at  that  point  in  infection 
translation of host mRNA  is already  severely  reduced  in  infected 
cells,  preventing  CXCL2  and  ER  stress  protein  synthesis  despite 
their increased mRNA concentrations. 
 
Introduction 
Murine  Hepatitis  Virus  (MHV)  is  one  of  the  best  studied 
coronaviruses  (CoV)  and  serves  as  a  valuable  model  for  other 
(group 2) CoVs such as SARS‐CoV, the causative agent of the 2003 
outbreak of severe acute respiratory syndrome (SARS) (Fouchier et 
al.  2003,  Snijder  et  al.  2003). Human  CoVs  are  the  second most 
frequent  cause  of  the  common  cold.  In  addition,  CoVs  cause 
economically  important diseases  in cattle, poultry and pigs. Since 
the  emergence  of  SARS‐CoV,  several  new  human  and  animal 
coronaviruses  have  been  identified  emphasizing  the  constant 
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occurrence of new potentially harmful CoVs  and  the necessity  to 
further investigate their life cycle and interactions with host cells. 
The  CoV  genome  consists  of  single‐stranded  RNA  of 
positive  polarity  and  encompasses  approximately  30000 
nucleotides.  CoVs  express  subgenomic  RNAs  that  encode 
accessory  and  structural  proteins.  The  S,  M  and  E  proteins  are 
associated with cellular membranes, whereas the N protein resides 
in  the cytoplasm.  In MHV,  the 180 kDa S protein  is cleaved by a 
cellular  protease  during  virus  maturation  in  two  subunits  that 
remain non‐covalently associated  (Delmas and Laude 1990, Haan 
de et al. 2004, Lewicki and Gallagher 2002). SARS‐CoV S is cleaved 
during viral entry  (Frana  et  al. 1985, Li  et  al. 2005). The S protein 
mediates  binding  to  carcinoembryonic  antigen‐related  adhesion 
molecule  1  (CEACAM1)  and  angiotensin‐converting  enzyme  2 
(ACE2),  the  specific  receptors  for  MHV  and  SARS‐CoV, 
respectively  (Dveksler  et  al.  1993,  Li  et  al.  2003).  Accordingly, 
antibodies  against  S  can  neutralize  virus  infectivity  (Emery  et  al. 
2004).  Furthermore,  the  S  protein  induces  fusion  of  the  viral 
envelope with  host  cell membranes  and  cell‐cell  fusion  (Li  et  al. 
2003, Vennema  et  al.  1991).  Spike proteins  are  synthesized  in  the 
cytoplasm,  co‐translationally  translocated  to  the  endoplasmic 
reticulum  (ER)  and  subsequently  transported  to  the  Golgi 
apparatus  (Vennema  et  al.  1991).  A  fraction  of  S  is  eventually 
transported to the plasma membrane where it can mediate cell‐cell 
fusion (Opstelten et al. 1993, Vennema et al. 1990). 
Viral glycoproteins can induce ER stress during infection as 
a result of incorrect folding or accumulation in the ER lumen (Chan 
et al. 2006, He 2006). Cells can  respond  in several ways  to  reduce 
the  burden  by unfolded proteins  in  the ER, which  is  collectively 
known  as  the unfolded protein  response  (UPR).  Induction  of  the 
UPR  results  in  transcriptional  activation  of  genes  encoding  ER‐
resident molecular  chaperones  to  increase protein‐folding activity 
and  repression  of  protein  synthesis.  Three  distinct  branches  that 
orchestrate  the  UPR,  have  been  identified  so  far  (Schroder  and 
Kaufman  2005).  Binding  to  unfolded  proteins  by  ER  chaperones 
results  in  activation  of  PKR‐like  ER  kinase  (PERK),  activating 
transcription factor 6 (ATF‐6) and inositol requiring enzyme 1 (IRE‐
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1).  IRE‐1 mediates  splicing  of mRNA  encoding  the  transcription 
factor X box‐binding protein 1 (XBP‐1), leading to a frame shift and 
subsequent  translation of  functional XBP‐1 protein  (Yoshida  et  al. 
2001).  The  active  transcription  factor XBP‐1  (XBP‐1s)  can  in  turn 
stimulate different subsets of genes encoding proteins that promote 
folding, transport and degradation of ER proteins. The IRE‐1/XBP‐1 
and ATF‐6‐dependent branches are specific for ER stress, whereas 
the PERK‐dependent pathway  is  shared with other  cellular  stress 
responses  (Ma  and Hendershot  2004).  Expression  of  ER‐resident 
protein Herpud1 is regulated by both the ER stress‐specific and the 
shared branches of  the UPR  (Ma and Hendershot 2004). Herpud1 
balances  folding  capacity  and  protein  loads  in  the  ER  and  also 
plays a role in stabilizing cellular Ca2+ homeostasis (Chan et al. 2004, 
Hori et al. 2004). Expression of Herpud1 is strongly induced by ER 
stress  and  can  be  considered  a  hallmark  of ER  stress  (Hori  et  al. 
2004).  ER  stress  can  also  induce  expression  of  innate  immunity 
molecules such as chemokines  (Gargalovic et al. 2006, Zhang et al. 
2006).  Chemokines  are  excreted  by  infected  cells  and  attract 
specialized  immune  cells  to  sites of  infection. Recent micro  array 
analysis  of MHV  infected  cells  showed  induction  of  several  ER 
stress  markers  including  Herpud1  and  several  chemokines, 
including Cxcl2 (Versteeg et al. 2006). Mouse CXCL2 is a functional 
counterpart  of  human  IL‐8  and  has  been  associated  with 
recruitment of inflammatory cells during various diseases (Feng et 
al. 1995, Haskill et al. 1990, Rempel et al. 2004a, Tekamp‐Olson et al. 
1990). During MHV  infection  in  vivo, CXCL2 mediates  anti‐viral 
responses,  but  has  also  been  implicated  in  the  development  of 
immunopathology (Rempel et al. 2004a, Rempel et al. 2004b). Cells 
exert a steady‐state production of CXCL2 from basal levels of Cxcl2 
mRNA since it is also involved in other cellular processes. The clear 
co‐regulation  of  ER  stress  genes  and  chemokine  genes  during 
microarray  analysis  suggested  that  MHV  infection  activates  ER 
stress pathways  that  in  turn  induce  innate  immune  responses.  In 
addition,  it was  shown  that  the SARS‐CoV  spike protein  induces 
ER stress and activation of PERK  (Chan et al. 2006). However,  the 
ATF‐6  and  IRE‐1  branches  were  not  activated.  The  authors 
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concluded that SARS‐CoV S protein specifically modulates the UPR 
to facilitate viral replication. 
In  this  study we  show  that  the MHV  spike  protein,  like 
SARS‐CoV,  induces  ER  stress.  MHV  infection  resulted  in  an 
extensive expression of UPR markers such as Herpud1 and XBP‐1s, 
while SARS‐CoV  infection only upregulated a  limited  set of UPR 
genes.  Both  viruses  potently  induced  Cxcl2  mRNA  expression 
during  infection  in  vitro. Despite  the  significant  increase  in Cxcl2 
mRNA concentration, no CXCL2 protein could be detected  in  the 
cytoplasm  and  medium  of  infected  cells.  From  the  data  we 
concluded  that CoV  infection  induces  ER  stress  and  triggers  the 
innate immune system. However, at that point translation of these 
cellular  mRNAs  is  already  severely  reduced,  resulting  in  no 
significant  CXCL2  and  HERPUD1  protein  synthesis  in  infected 
cells despite their increased mRNA concentrations. 
 
Materials and methods 
Cells, viruses, plaque  assay. Mouse L  cells  and  Sac(‐)  cells were 
cultured and infected with MHV and MHV ts‐mutants as described 
before  (Jacobs  et  al.  1981, Koolen  et  al.  1983). Strain A59 of MHV 
was obtained from ATCC. SARS‐CoV strain Frankfurt 1 was grown 
on  Vero‐E6  cells  and  all  work  with  infectious  SARS‐CoV  was 
performed as described  (Snijder  et al. 2006). T7 RNA polymerase‐
expressing vaccinia recombinant (vTF7.3) stock was propagated on 
RK13 cells (Fuerst et al. 1986). Recombinant Sendai virus H4 (SeV‐
H4) was kindly provided by D. Kolakofsky (Cadd et al. 1996). MHV 
and  vTF7.3  titers were  determined  by  plaque  assays  on  L  cells, 
while SARS‐CoV was quantified by plaque assays on L cells stably 
expressing angiotensin converting enzyme 2 (L‐ACE2) (Versteeg et 
al. 2007). 
 
Protein expression and immunoprecipitation. Mouse L cells were 
infected with recombinant vaccinia virus (vTF7.3) at m.o.i. 10. At 1 
h p.i. cells were transfected with 4 μg DNA of pTUM‐M (Opstelten 
et  al.  1993),  pTUM‐N  (Vennema  et  al.  1991),  pTUM‐S  (Bos  et  al. 
1996)  and  pIRES‐E  (Bos  et  al.  1996)  using  Lipofectamine  2000 
(Invitrogen)  as  recommended  by  the  manufacturer.  Cells  were 
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metabolically  labeled  with  [35S]‐methionine  and  cysteine  (35S 
Redivue  Promix,  Amersham  Pharmacia)  in  medium  lacking 
methionine and cysteine from 5 to 8 h post transfection. Cells were 
lysed,  further processed  for  immunoprecipitation with  rabbit sera 
recognizing MHV S, E, M and N (Bos et al. 1997, Rottier et al. 1981) 
or HERPUD1 (Schulze et al. 2005) and analyzed by SDS–PAGE (Bos 
et al. 1995). 
 
Viral  infection  and RNA  isolation  and RT‐qPCR.  L  or  L‐ACE2 
cells were seeded in 35 mm dishes and infected with MHV‐A59 or 
SARS‐CoV  at  m.o.i.  10  (Versteeg  et  al.  2006).  SeV‐H4  infections 
were  carried out  in  complete medium  for 30‐45 minutes at 37  oC 
after  which  complete  medium  was  added  to  the  inoculum. 
Medium  for  virus  titration  was  harvested  at  the  indicated  time 
points. Total RNA was isolated from the cells using TRIzol reagent 
(Invitrogen)  as  recommended  by  the manufacturer.  Cytoplasmic 
and nuclear RNA were isolated by RNeasy (Qiagen) as previously 
described (Porter et al. 2006). Isolated RNA was treated with 2 units 
of DNaseI (Invitrogen) at 37 oC for 30 minutes to remove potential 
gDNA  contamination.  RT‐qPCR  was  performed  as  described 
previously  (Versteeg  et  al.  2006).  In brief,  cDNA was  synthesized 
from total cellular RNA using random hexamers and used for RT‐
qPCR  with  gene‐specific  primers  (nucleotide  sequences  are 
available on  request). qPCR was performed using Amplitaq Gold 
polymerase  (Applied  Biosystems)  and  SYBR  Green  I  (Molecular 
Probes).  The  amount  of  RNA  was  determined  in  respect  to 
standardized  samples  and  expressed  in  relative  units.  Results  of 
quantification were normalized  to  the amount of GAPDH mRNA 
in the same sample. Each qPCR was performed in triplicate, means 
and SD were calculated. 
 
XBP‐1 mRNA splicing assay. XBP‐1 mRNA splicing was assayed 
as  described  previously  (Calfon  et  al.  2002).  In  brief,  XBP‐1 was 
PCR  amplified  from  randomly  primed  cDNA  using  primers 
mXBP1.3S 5’ A AAC AGA GTA GCA GCG CAG ACT GC 3’ and 
mXBP1.12AS*  (5’ TC CTT CTG GGT AGA CCT CTG GGA G  3ʹ) 
and analyzed on a 2% native agarose gel. 
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Immunofluorescence  assay  (IFA).  Cells  were  seeded  on  glass 
coverslips  in  35‐mm  wells  and  infected  and  transfected  as 
described  above.  Coverslips  were  removed  at  set  intervals  and 
fixed  in  3% paraformaldehyde. Cells were permeabilized  in  0.1% 
Triton  X‐100  for  10  minutes,  washed  several  times  in  PBS 
supplemented  with  10 mM  glycine,  reacted with  1:1000  diluted 
k134  antibody  (Rottier  et  al.  1981)  and  developed  with  1:2000 
diluted  donkey  anti‐rabbit  Cy3‐conjugated  Ab  (Jackson 
Immunoresearch Laboratories). 
 
Neutralization  of  viral  infectivity  by  k134  serum.  One‐tenth 
volume of polyclonal antibody k134 (Rottier et al. 1981) was added 
to  the medium  of MHV‐A59  infected L  cells  at  3 h p.i.  and  cells 
were  further  incubated  until  harvesting. At  8.5  h  p.i.,  RNA was 
isolated and cells were fixed for IFA. 
 
Virus binding  assay. To prepare  [35S]‐labeled MHV‐A59 virus, L 
cells  were  infected  with  MHV‐A59  (m.o.i.  5)  and  radioactively 
labeled with 100 μCi/ml [35S]‐methionine and cysteine from 5 to 8 h 
p.i.. Supernatant containing radiolabeled virions was harvested at 8 
h p.i. and clarified by centrifugation at 4,000 rpm for 10 min in the 
cold. Virions were  loaded on a 20 % sucrose cushion  in HES  (pH 
6.7) buffer (20 mM HEPES, 1 mM EDTA, 100 mM NaCl), followed 
by ultracentrifugation in a Beckman SW32 rotor at 25,000 rpm for 4 
h. The pellet was dissolved  in HES buffer  (pH 6.7). A part of  the 
preparation was exposed  to  increasing amounts of UV‐irradiation 
for subsequent binding and entry studies. The use of UV‐irradiated 
virus  to  study  coronavirus  entry  has  been  used  and  published 
before  as  an  accepted method  (Dove  et  al.  2006,  Liu  et  al.  2003).  
Also data  from  other viruses  indicate  that  entry  still  occurs  after 
careful UV irradiation of the virus preparation (Miller and Lenard 
1982). Great  care was  taken  to UV  irradiate our preparation with 
the shortest time possible  in order to not affect the spike proteins. 
Virus  titers of  the  samples  from  the various exposure  times were 
determined by plaque assay. The  inactivated virus batch with  the 
shortest UV exposure  time yielding no detectable  infectious virus 
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was used for binding assays. L cells in 35 mm dishes were washed 
twice with ice cold PBS‐DEAE and incubated with UV‐irradiated or 
non‐irradiated radiolabeled virions (m.o.i. 20) on ice at 4 oC for 1 h. 
Cells  were  washed  three  times  with  ice  cold  PBS‐DEAE  and 
subsequently incubated at 37 °C for an additional 8 h with DMEM‐
3% FCS or  lysed with PBS  containing 1% SDS. Radioactivity was 
quantified  in  a  liquid  scintillation  counter  (LS  6500;  Beckman 
Coulter). 
 
ELISA.  CXCL2  protein  concentrations were  determined  in  50  μl 
0.5% NP‐40  (v/v)  treated cell culture supernatant using  the MIP‐2 
DuoSet ELISA Development kit (R&D Systems, Minneapolis, MN) 
as  recommended  by  the  manufacturer.  Optical  density  was 
determined  with  a  multichannel  spectrophotometer  (Titertek 
Multiskan MCC/340; Labsystem) at 450 nm. Wavelength correction 
was  set  at  540  nm.  Two‐fold  serial  dilutions  of  the  DuoSet 
recombinant mouse Cxcl2  standard were  used  to  build  six  point 
standard curves. 
 
Results 
Chemokine Cxcl2 expression  is  induced upon MHV and SARS‐
CoV infection 
To study chemokine induction during CoV infection in more detail, 
L cells were  infected at high multiplicity of  infection  (m.o.i.) with 
MHV.  Intracellular Cxcl2 mRNA  concentrations were determined 
by quantitative RT‐PCR (RT‐qPCR). Cxcl2 mRNA  levels started to 
increase between 5 and 6 h p.i., approximately one hour after virus 
release into the medium was detected, reaching a 40‐fold induction 
compared to mock‐infected cells at 10 h p.i (Fig. 1A). To allow for a 
comparison  of  MHV  with  SARS‐CoV  infection,  L  cells  stably 
transfected  with  the  SARS‐CoV  receptor  ACE‐2  (L‐ACE2)  were 
infected. In these cells, SARS‐CoV completed one replication cycle 
with  similar kinetics as  in Vero‐E6  cells,  in approximately 12 hrs. 
SARS‐CoV  infected  L‐ACE2  cells  showed  comparable  Cxcl2 
upregulation to MHV infection, although with slower kinetics (Fig. 
1A). Cxcl2  upregulation  started  between  4  and  8  h  p.i.  and was 
increased more  than  30‐fold  at  16  h  p.i.. At  16  h  p.i.  SARS‐CoV 
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infected  cells  displayed  severe  CPE,  which  prevented  further 
measurements at later time points. 
 
 
(a) 
 
To 
Fig. 1. MHV and SARS-CoV induce Cxcl2 mRNA expression, but prevent CXCL2 
protein synthesis. L cells were infected with MHV or L-ACE2 cells were infected with 
SARS-CoV at m.o.i. 10. (A) Release of infectious MHV was determined by plaque assay 
and isolated total RNA was analyzed for Cxcl2 expression by RT-qPCR. Values were 
Gapdh-normalized and expressed as fold induction. (B) Supernatant from MHV infected L 
cells and SARS-CoV infected L-ACE2 cells was analyzed for protein production with 
CXCL2 specific ELISA). SeV infection was used as a positive control. 
(b) 
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To  investigate whether  the  increased Cxcl2 mRNA  concentration 
was  also  reflected  in  secreted  CXCL2  protein,  concentrations  of 
CXCL2 were determined in supernatant of infected cells by ELISA. 
Surprisingly,  very  little  CXCL2  was  detected  in  the  medium  of 
infected  cells within  the  first  24  h  after MHV  infection  (Fig.  1B). 
Persistent coronavirus infections can be readily established in vitro. 
After  an  initial  cytolytic  infection,  virus‐carrier  cultures  arise  in 
which a fraction of the cells produce  infectious virus for extended 
periods of time (Holmes and Behnke 1981, Lamontagne and Dupuy 
1984). Even when  the  time of  infection was  expanded  to 96 h by 
using a MHV  carrier  culture with highly elevated  levels of Cxcl2 
mRNA (260‐fold), no secreted CXCL2 protein was detectable (data 
not  shown).  Also  SARS‐CoV  infected  cells  produced  no  CXCL2 
despite significant Cxcl2 mRNA induction (Fig. 1B). CXCL2 protein 
concentrations  in  cell  lysates  did  also  not  increase  (data  not 
shown), suggesting an effect of MHV infection on translation rather 
than protein export. To control for CXCL2 protein production and 
secretion, L‐ACE2 cells were infected with Sendai virus (SeV). SeV 
infected L‐ACE2 cells showed a substantial Cxcl2 mRNA induction 
and a simultaneous increase in secreted CXCL2 protein (Fig. 1A/B). 
 
Expression of MHV spike protein results in Cxcl2 induction 
To  determine  if  MHV  structural  proteins  were  involved  in 
induction of Cxcl2, S, E, M and N were ectopically expressed using 
vaccinia virus vTF7.3. At 6 h after transfection of the plasmids for 
the  individual  expression  of  the  MHV  structural  genes,  Cxcl2 
mRNA  levels  were  determined.  Vaccinia  virus‐induced  CPE 
prevented  analysis  at  later  time  points.  Specific 
immunoprecipitations were performed to confirm expression of all 
structural genes. Despite the obvious expression of MHV E, M and 
N (Fig 2B), no significant increase in the levels of Cxcl2 mRNA was 
observed, while expression of S  increased Cxcl2  levels by 5.5‐fold 
(Fig.  2A).  In  order  to  determine  if  increased  Cxcl2  mRNA  was 
translated,  CXCL2  concentrations  in  the  medium  of  transfected 
cells  were  determined  by  specific  ELISA.  In  contrast  to  MHV 
infected cells, the MHV S protein‐induced increase in Cxcl2 mRNA 
resulted in a reproducible 2‐fold increase of CXCL2 in the medium 
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of cells with vaccinia vTF7.3‐driven expression of MHV S (Fig. 2A). 
Since  CoV  spike  proteins  fulfill  multiple  functional  interactions 
during infection, we next set out to identify spike‐host interactions 
triggering chemokine expression. 
 
 
(a) 
 
 
(b) 
Fig. 2. MHV spike protein induces Cxcl2 mRNA and protein expression. MHV 
structural genes were transiently expressed in L cells using a vaccinia virus T7 polymerase 
system. (A) Cxcl2 mRNA concentrations were determined with RT-qPCR and CXCL2 
protein in the supernatant was analyzed by ELISA. (B) Proteins were metabolically 
labeled and expression of viral proteins was determined by immunoprecipitation with 
MHV specific Abs and analysis by SDS-PAGE. 
 
Cxcl2 induction is independent of MHV‐cell binding 
Virus  particles were  radioactively  labeled  in  order  to  determine 
efficiency  of  binding.  To  determine whether  virus  attachment  to 
the  host  cells  is  the  trigger  for  Cxcl2  increase,  L  cells  were 
incubated  on  ice with  a  preparation  of UV‐irradiated MHV  that 
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could  still bind  to  cells, but  could not  initiate  replication. A non‐
irradiated virus stock was used as a control. After incubation on ice 
that  allowed  virus  binding  but  not  entry,  unbound  virus  was 
carefully removed. Subsequently, radioactivity was determined as 
a measure of virus binding  to  ensure  equal binding of  irradiated 
and non‐irradiated virus preparations. 
 
ig. 3. MHV-cell binding is not required for 
internalization do not result in Cxcl2 induction.  
(a)  (b)
 
F
Cxcl2 induction. L cells were incubated on ice with radio-actively labeled MHV or an 
equivalent of UV-inactivated MHV. (A) After extensive removal of unbound virus, radio 
activity was determined as a measure of virus binding. (B) Parallel samples were further 
incubated at 37 oC. At 8.5 h p.i. total RNA was harvested and Cxcl2 mRNA concentrations 
were determined by RT-qPCR. 
 
Parallel samples were washed and shifted from ice to incubation at 
37oC.  At  8.5  h  p.i.  total  RNA  was  isolated  and  Cxcl2  mRNA 
concentrations were determined. Cell binding was similar for both 
infectious  and  UV‐inactivated  virus  (Fig.  3A).  However,  only 
infection  with  infectious  MHV  resulted  in  a  20‐fold  increase  in 
Cxcl2 mRNA, while  incubation with UV‐inactivated virus did not 
increase Cxcl2 mRNA  levels  above  those  found  in mock  infected 
cells  (Fig.  3B), demonstrating  that MHV  binding  and  subsequent 
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Syncytia  formation and progeny virus binding are not  required 
for Cxcl2 induction 
Cxcl2  induction  coincides  with  the  start  of  cell‐cell  fusion  and 
potential binding of released progeny virus to the infected cells. To 
determine their  involvement  in Cxcl2  induction, binding of newly 
produced  virions  to  the  cell  surface  and  syncytia  formation was 
blocked in MHV infected cells by adding neutralizing antibodies to 
the medium. At the used concentration, the antibodies completely 
neutralized  all  infectious  virus  (data  not  shown)  and  prevented 
cell‐cell fusion (Fig. 4B). 
 
 
(a)  (b)
 
Fig. 4. Syncytia formation and progeny virus-cell binding are not involved in Cxcl2 
induction during MHV infection. L cells were infected with MHV. At 3 h p.i., virus 
inding and syncytia formation was blocked by subsequent addition of neutralizing 
Cxcl2 mRNA levels in 
ock  infected cells. Nevertheless, Cxcl2 was  induced  to a  similar 
 
b
antibodies or control serum from non-immunized rabbits to the medium. At 8.5 h p.i., 
Cxcl2 mRNA concentration was determined by (A) RT-qPCR and (B) cell-cell fusion was 
assessed by MHV-specific immunofluorescence microscopy. 
 
Antibody treatment by itself did not increase 
m
degree  in  cells  treated with neutralizing  serum  compared  to  cells 
treated with  control  serum  (30‐  to  40‐fold,  Fig.  4A).  These  data 
show  that  both  CoV  spike‐induced  cell‐cell  fusion  as  well  as 
binding of newly produced virus to the cells are not responsible for 
the observed Cxcl2 increase during MHV infection. 
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Cxcl2  induction  during  MHV  infection  is  initiated  by  spike 
interactions  in  the  endoplasmic  reticulum.  Since  intracellular 
pike‐host interactions were likely to underlie Cxcl2 induction, we 
  a
s
set  out  to  study maturation  and  localization  requirements  of  the 
spike protein for Cxcl2 induction. Cells were infected with wtMHV 
or  ts‐mutant  virus  (ts379) which  encodes  a  spike  protein  that  is 
retained  in  the  endoplasmic  reticulum  at  the  restrictive 
temperature as a result of  impaired oligomerization  (Luytjes et al. 
1997). After incubation for 16 hrs at the permissive temperature (34 
ºC) or 8.5 hrs  t the restrictive temperature (39.5 ºC), Cxcl2 mRNA 
concentrations were determined. wtMHV spike expression resulted 
in  the  formation of syncytia at both  the permissive and restrictive 
temperature (Fig. 5B). 
 
 
(a)  (b)
Fig. 5. Cxcl2 induction during MHV infection is initiated by spike interactions in the 
endoplasmic reticulum. L cells were infected at the permissive temperature with wtMHV 
or ts379 of which the spike protein is retained in the endoplasmic reticulum at the 
restrictive temperature. (A) After incubation r 16 hrs at the permissive (34 ºC) or 8.5 hrs 
the  restrictive  (Fig.  5B),  confirming  the 
bsence of correct spike maturation and cell surface expression  in 
fo
at the restrictive (39.5 ºC) temperature, Cxcl2 concentrations were determined by RT-
qPCR. (B) Lack of cell-cell fusion as a control for abolished spike maturation during ts379 
infection at the restrictive temperature was confirmed by MHV-specific 
immunofluorescence microscopy. 
 
ts379  spikes  only  induced  cell‐cell  fusion  at  the  permissive 
temperature,  but  not  at 
a
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ts‐mutant  infected cells. Both wtMHV  nd ts379  infection resulted 
in a substantial increase in the cellular Cxcl2 mRNA concentration 
irrespective  of  the maturation  of  the MHV  S  protein  (Fig.  5). At 
both temperatures, induction by ts379 spike was lower than that of 
wild‐type. Overall,  these data  suggest  that  spike‐host  interactions 
in the ER contribute to Cxcl2 induction, yet viral factors other than 
spike may also be partially responsible. 
 
ER stress responses are induced in CoV infected cells 
Since  viral  glycoproteins  can  upreg
a
ulate  ER  stress‐mediated 
ytokine  expression,  we  determined  if  the  ER  stress  marker 
RNA  was 
s n
e
c
Herpud1  was  upregulated  in  MHV  infected  cells. 
isolated  from  MHV  infected  cells  at  various  time  points  and 
analyzed  for  Herpud1  expression.  Similar  to  Cxcl2,  Herpud1 
induction started between 5 and 6 h p.i. and  increased  in a  linear 
fashion  to  80‐fold  upregulation  at  10  h  p.i.  (Fig.  6A).  Similar  to 
Cxcl2,  immunoprecipitation  revealed  no  increase  in  HERPUD1 
protein concentrations in MHV infected cells, while treatment with 
ER  stress  inducer  tunicamycin  increased  the  synthesis  of 
HERPUD1  (data  not  shown).  Activation  of  ER  stress  was  also 
addressed  by  determining  splicing  of  ER  stress  induced 
tran criptio   factor  XBP‐1  mRNA  (Calfon  et  al.  2002).  In  mock 
infected  cells  and MHV  infected  cells  at  4  h  p.i.  predominantly 
unspliced XBP‐1 mRNA was r covered, demonstrating absence of 
significant ER stress (Fig. 6B). However, at 8 h p.i., the spliced XBP‐
1  mRNA  variant  was  predominantly  detected  in  MHV  infected 
cells,  confirming ER  stress  induction  (Fig. 6B). Like MHV, SARS‐
CoV  infection  induced Herpud1 as well  (25‐fold at 16 h p.i.) with 
kinetics very similar  to Cxcl2 upregulation  (Fig. 6A).   No  increase 
in  XBP‐1  mRNA  splicing  was  however  observed  in  SARS‐CoV 
infected cells. This indicates that differences in UPR activation exist 
between MHV and SARS‐CoV and that some UPR branches are not 
significantly  activated  by  SARS‐CoV.  At  16  h  p.i.  SARS‐CoV 
infected  cells  displayed  severe  CPE,  which  prevented  further 
measurements at  later  time points. Since ER stress coincided with 
Cxcl2 induction in CoV infected cells, we next investigated if MHV 
spike could specifically induce ER stress, as it did for Cxcl2. MHV‐
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structural  proteins were  expressed  and Herpud1  expression  and 
XBP‐1 mRNA  splicing were determined. As  for Cxcl2, only  spike 
expression  upregulated Herpud1  (30‐fold,  Fig.  7A)  and  induced 
XBP‐1  splicing  (Fig. 7B). This  further  substantiates  the hypothesis 
that ER stress could be involved in Cxcl2 induction. 
 
 
(a) 
 
 
 
Fig. 6. MHV and SARS-CoV infection induces ER stress. (A) L cells were infected with 
MHV or L-ACE2 cells were infected with SARS-CoV  at m.o.i. 10. Total RNA was analyzed 
for Herpud1 expression by RT-qPCR. Values were Gapdh-normalized and exp ssed as 
ld induction. (B) Same samples were analyzed for XBP-1 mRNA splicing dur g MHV 
(b) 
re
info
infection and SARS-CoV infection by specific PCR and analysis by 2% agarose gel 
electrophoresis. 
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The absence of protein synthesis does not result from disturbed 
mRNA export from the nucleus 
Cxcl2  mRNA  upregulation  was  so  far  measured  in  total  RNA 
  translation of  the elevated Cxcl2 
extracts. Viral interference with nuclear export of RNA could be the 
underlying reason  for  the  lack of
mRNA  in  infected  cells.  To  further  investigate  this  possibility, 
cytoplasmic,  nuclear  and  total  RNA  was  isolated  from  MHV 
infected  cells  at  7  h  p.i.  and  compared  to  RNA  from  mock 
infections. In the three fractions, Cxcl2 mRNA concentrations were 
determined by RT‐qPCR and normalized to Gapdh mRNA levels.  
 
(a)  (b)
 
Fig. 7. MHV spike protein induces Herpud1 mRNA. MHV structural genes were 
transiently expressed in L cells using a vaccinia virus T7 polymerase system. (A) Herpud1 
trations were determined with RT-qPCR. (B) The same samples were 
nalyzed for XBP-1 mRNA splicing by specific PCR and analysis by 2% agarose gel 
anscription step was omitted (data not shown). Cxcl2 
RNA was not induced in any of the fractions from mock infected 
mRNA concen
a
electrophoresis. 
 
No PCR products were recovered  from control reactions  in which 
the reverse tr
m
cells (Fig. 8). However, MHV infection stimulated Cxcl2 production 
in  all  investigated  fractions:  8.7‐fold  in  total  RNA,  13.5‐fold  in 
cytoplasmic RNA  and  12.1‐fold  in  nuclear RNA  (Fig.  8). Despite 
some  inter‐sample variation,  the data  clearly  show  that  the Cxcl2 
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mRNA  level  is  comparably  increased  in  cytoplasmic  and nuclear 
RNA fractions. This indicates that Cxcl2 mRNA transport from the 
nucleus  is  intact  and  is  unlikely  the  reason  for  the  absence  of 
CXCL2 protein synthesis in MHV infected cells. 
 
 
 
Fig. 8. The absence of protein synthesis from does not result from disturbed mRNA 
export from the nucleus. L cells were infected with MHV at m.o.i. 10. Total, cytoplasmic 
and nuclear RNA was isolated at 7 h p.i. and analyzed for Cxcl2 xpression by RT-qPCR. 
alues were Gapdh-normalized and expressed as fold induction.  
fection  can  induce  ER  stress  responses  and  Cxcl2  mRNA 
  hypothesize  that  CoV  spike  protein‐mediated  ER 
 e
V
 
Discussion 
In  this  study,  it  is  demonstrated  that  lytic MHV  and  SARS‐CoV 
in
induction. We
stress  can  initiate  transcription  of  chemokine  genes  based  on  the 
following observations: (i) MHV and SARS‐CoV induced ER stress 
and  chemokine mRNA  induction  during  infection;  (ii)  ER  stress 
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and chemokine mRNA induction were both only induced by spike 
expression  and  their  expression  occurred  simultaneously  (iii)  ER 
retained MHV spike was sufficient to induce Cxcl2 transcription. 
The reported data indicate for the first time that in addition 
to  the  innate  immune sensors  that have been described so  far,  the 
overload  of  the  ER with  viral  glycoproteins  could  also  mediate 
inducti
r
2  induction.  The  second  assumes 
that sp
as  well.  For  example,  some  CoVs  utilize  ER 
membr
on  of  innate  immune  responses  such  as  transcriptional 
activation  of  chemokine  genes. Moreover,  our  data  demonstrate 
that  in  productively  infected  cells,  CoV‐induced  translational 
attenuation  contributes  to  evasion  from  potentially  harmful  host 
proteins for the virus, such as chemokines. A comparable situation 
has  been  described  fo   classical  swine  fever  virus  and  foot‐and‐
mouth disease virus  infections, where  type 1  interferon mRNA  is 
upregulated  during  infection,  but  eventually  interferon  protein 
production from the increased mRNA is prevented (Bensaude et al. 
2004, Chinsangaram et al. 1999). 
The  data  presented  here  indicate  two  possibilities  for  the 
induction of Cxcl2 (Fig. 9). The first possibility assumes that spike‐
induced  ER  stress  triggers Cxcl
ike induces ER stress and Cxcl2 independently of each other. 
Although a direct  link between Cxcl2  induction and ER stress has 
not  been  demonstrated  in  this  study,  simultaneous  expression, 
spike dependence and previous reports showing that ER stress can 
be  involved  in  the  induction of  innate  immunity  (Gargalovic et al. 
2006, Zhang  et  al.  2006)  favor  the  first model  and  suggest  a  link 
between  ER  stress  and  Cxcl2  induction.  In  support  of  this, 
induction of an UPR by tunicamycin also induced Cxcl2 induction 
(data not shown). 
Although our data firmly established the potential of spike 
accumulation  to  induce  ER  stress,  other  factors  during  infection 
could  contribute 
anes  to  assemble  their  replication  complexes  on  and 
severely  limit  the size of  the ER,  thereby making  it vulnerable  for 
induction  of ER  stress  (Gosert  et  al.  2002). The development  of  a 
CoV deletion mutant lacking the S gene will be required to address 
the proportional contribution of S accumulation to activation of an 
UPR  and  Cxcl2  transcription  in  more  detail.  Several  viral 
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glycoproteins such as  influenza A virus hemaglutinin, hepatitis B 
virus  MHBst,  simian  virus  5  HE  and  adenovirus  E3/19K  can 
specifically induce ER stress and activate  innate  immunity during 
infection (Meyer et al. 1992, Pahl et al. 1996, Pahl and Baeuerle 1995, 
Watowich et al. 1991). Viruses may benefit from UPR  induction as 
protein  chaperones  produced  in  response  to  ER  stress  may  aid 
folding  of  viral  proteins, while  on  the  other  hand,  viral  proteins 
could be degraded as a result of UPR. Several viruses induce only a 
subset of  the UPR branches and are  thought  to actively modulate 
particular  parts  of  the  UPR  to  regulate  it  to  their  own  benefit 
(Zheng et al. 2005). 
 
   
 
 
Fig. 9.  Two possibilities for the induction of Cxcl2 during CoV infection. The first 
possibility assumes that spike-induced ER stress triggers Cxcl2 induction. The second 
assumes that spike induces ER stress and Cxcl2 independently of each other. 
indicated 
duction  of  the  IRE‐1  pathway.  SARS‐CoV  on  the  other  hand, 
r
 
 
Upregulation  of  Herpud1  mRNA  concentrations  and  XBP‐1 
splicing  during  MHV  infection  (Fig.  6A  and  6B) 
in
upregulated Herpud1 mRNA concentrations to a lesse  extent than 
MHV (Fig. 6A) and did not induce significant XBP‐1 splicing (Fig. 
6B). These  results  are  consistent with  the  recent  observation  that 
SARS‐CoV  spike  induced  an  UPR  in  293  cells  without  XBP‐1 
mRNA  splicing  and  ATF‐6  transcriptional  activity  (Chan  et  al. 
2006).    These  findings  indicate  that  SARS‐CoV  spike  expression 
induces only a  limited  set of UPR  responses. This  implicates  that 
SARS‐CoV could suppress certain ER stress regulators as has been 
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shown  for Hepatitis C Virus  (Zheng et al. 2005). Alternatively,  the 
differences  may  also  be  explained  by  the  fact  that  MHV  has  a 
shorter lifecycle by which it imposes more strenuous conditions in 
infected cells than SARS‐CoV, as viral proteins are synthesized in a 
shorter time span. 
Activation  of  PERK,  ATF‐6  and  IRE‐1  occurs  at  a  post‐
translational level and can directly initiate other cellular responses 
that do not  require protein  synthesis  for  their  activation,  such  as 
p38 mi
  shown  only 
during
. Yet,  spike proteins  can already be 
detecte
togen activated protein kinase (MAPK) (Liang et al. 2006, Su 
et  al.  2002).  Both  SARS‐CoV  and  MHV  induce  p38  MAPK,  the 
activation  of  which  stimulates  virus  replication,  progeny  virus 
production and  the onset of CPE  (Banerjee et al. 2002, Mizutani et 
al.  2004). One  could  hypothesize  that  the UPR  activates  cellular 
pathways such as p38 MAPK which have a positive effect on  the 
viral lifecycle. Indeed, preliminary experiments using a specific p38 
inhibitor  showed  a  significant  reduction  of  MHV  production 
during infection in vitro (Versteeg et al. unpublished). 
Experimental  results  addressing  the  significance  of  viral 
UPR induction in vivo remain scarce. So far, induction of ER stress 
and  its  influence  on  pathogenicity  in  vivo  has  been
  infection with  a  neurovirulent  retrovirus  (Dimcheff  et  al. 
2004). Infection with a virulent virus strain was accompanied by ER 
stress  marker  upregulation  in  the  brain,  whereas  expression  of 
those markers was absent in mice infected with an avirulent strain 
(Dimcheff et al. 2004). The MHV spike protein has been implicated 
in  (neuro)virulence  as well  (Rempel  et  al.  2004b)  and  it will  be 
interesting to investigate whether differences in ER stress induction 
may also be involved therein. 
Both the MHV and SARS‐CoV spike proteins are sufficient 
to  induce  an  UPR  and  CXC‐type  chemokine  upregulation  (this 
work and  (Chang  et  al. 2004))
d at two to three hours before the induction of these cellular 
responses.  Therefore,  we  propose  that  not  mere  S  expression 
triggers  the  induction, but rather accumulation of S protein  in  the 
ER. Expression of ts379 spike induced substantial amounts of Cxcl2 
mRNA,  yet  always  less  than  wtMHV  (Fig.  5A).  The  spike 
expression  levels  in  the  ts379 mutant  are  lower  compared  to  the 
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Chapter 5 
wild‐type  virus  (Luytjes  et  al.  1997).  This  is  true  at  both  the 
permissive  and  restrictive  temperature,  although  the  difference 
with  wild‐type  is  most  extensive  at  the  restrictive  temperature. 
These results correlate with the observations presented in figure 5A 
and  may  explain  differences  observed  in  Cxcl2  mRNA 
upregulation. Very low leakiness and reversion frequency (Koolen 
et  al.  1983)  and  absence of  syncytia  at  the  restrictive  temperature 
(Fig.  B), m ke the involvement of eaky spike maturation  n Cxcl2 
induction highly unlikely. 
During  productive  MHV  infection  in  vitro,  total  protein 
synthesis  steeply  drops  around  6  h  p.i.  (Hilton  et  al.  1986, 
Slobodskaya  and  Spaan  20
5 a  l   i
07)  opposite  to  Cxcl2  and  Herpud1 
mRNA  induction starting at that time. This could well explain the 
absence  of  translation  of  the  upregulated  Cxcl2  and  Herpud1 
mRNA.  In  contrast  to  infection,  ectopic  spike  expression  induced 
CXCL2  protein,  indicating  that  other  viral  factors  than  spike  are 
responsible  for  the  lack  of CXCL2 protein production  in  infected 
cells. The lack of secreted CXCL2 protein in the medium of SARS‐
CoV infected cells despite significant mRNA increase, suggests that 
similar  translational  inhibition  could  occur  during  SARS‐CoV 
infection  as  is  the  case  for  MHV.  These  data  suggest  that 
attenuation  of  cellular  translation might  be  a  general  feature  in 
productively CoV‐infected cells and a strategy to prevent synthesis 
of cellular anti‐viral proteins. 
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Abstract 
Coronaviruses  (CoV)  cause  economically  important  diseases  in 
humans and animals. Some CoVs  such as SARS‐CoV and HCoV‐
NL63 also result  in  life‐threatening diseases.  Infection with SARS‐
CoV  and  the  murine  hepatitis  virus  (MHV),  the  currently  best 
studied CoVs, results in prominent inhibition of cellular translation 
and the activation of an unfolded protein response (UPR). Here we 
describe  that  the translational attenuation  imposed by MHV  in  its 
host  cells  is  not  limited  to  non‐lymphoid  cells,  but  that  cellular 
translation  is also  ceased  in MHV  infected macrophage‐like  cells. 
Despite the inability of the cells to translate upregulated UPR genes 
as  a  result  of  the  translational  shut‐off,  p38  inhibitor  studies 
indicate that post‐translational activation of p38 may be important 
for efficient MHV production. Multiple alignments suggest that the 
UPR‐induced molecule inositol‐requiring enzyme 1 (IRE‐1), may be 
responsible for the previously described 28S rRNA cleavage during 
MHV  infection.  In  gel  hybridizations  suggested  that  28S  rRNA 
cleavage indeed occurs during MHV infection, but that the size of 
the degradation products  is different between MHV  infection and 
the UPR inducer DTT. However, UPR expression profiles of MHV 
infected  cells  and  cells  treated  with  the  three  different  UPR 
inducers  thapsigargin,  tunicamycin  and  DTT,  suggested  that 
differences exist between UPR  induction with MHV and the three 
classical UPR inducers.  
In  addition  to  the  UPR,  induction  of  immediate  early 
interferon (IFN) is also found in many infections and is one of the 
most prominent cellular  responses. For  that  reason, many viruses 
such  as MHV  and  SARS‐CoV  hamper  the  induction  of  this  anti‐
viral mechanism. However, opposed to the complete block of IFN 
mRNA  synthesis  that  we  reported  previously,  we  here  report 
upregulation of type I IFN mRNA by SARS‐CoV in low‐passage L‐
ACE2  cells.  However,  transcription  of  down‐stream  effector 
molecules, such as 2’‐5’‐oligoadenylate synthetase (2’‐5’‐OAS) was 
not  increased,  suggesting  that  translation  of  IFN  mRNA  or  the 
JAK‐STAT pathway could be affected by the virus. 
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Introduction 
Coronaviruses  (CoV)  are  positive  strand  RNA  viruses.  Many 
different  family members have been  identified  that  infect  a wide 
variety of different hosts, ranging from humans to birds, domestic 
animals  and  rodents  (reviewed  in  (Masters  2006)).  Murine 
Hepatitis  Virus  (MHV)  is  one  of  the  best  studied  coronaviruses 
(CoV)  and  serves  as  a  valuable model  for  other  (group  2) CoVs 
such  as  SARS‐CoV,  the  causative  agent  of  the  2003  outbreak  of 
severe  acute  respiratory  syndrome  (SARS)  (Fouchier  et  al.  2003, 
Snijder  et  al.  2003). Human  CoVs  are  the  second most  frequent 
cause of  the  common  cold.  In addition, CoVs  cause economically 
important diseases  in cattle, poultry and pigs.    In mice, MHV can 
cause  neuronal,  hepatic  and  enteric  infections  (reviewed  in 
(Masters 2006)), whereas SARS‐CoV infection results in pneumonia 
where  infection  is  localized  in  the  lower  respiratory  tract  in 
(Parashar  and  Anderson  2004).  Depending  on  the  inoculation 
route, viral strain and genetic host background, these infections can 
progress acutely, chronically or persistently. In vitro,  these viruses 
infect  a  broad  range  of  non‐lymphoid  cells  and  some 
haematopoietic  cells  such as macrophages  (reviewed  in  (Parashar 
and Anderson 2004)). 
Some  groups  have  reported  a  prominent  inhibition  of 
cellular translation during MHV and SARS‐CoV infection (Hilton et 
al.  1986,  Rottier  et  al.  1981a, Versteeg  et  al.  2007b). On  the  other 
hand others have  reported  that  this attenuation  is only  limited or 
even  absent  during  MHV  infection  (Roth‐Cross  et  al.  2007). 
Preferential  translation  of  CoV  leader  containing  RNAs, 
overwhelming  competition  for  ribosomes  of  the  abundant  viral 
RNA with  cellular RNA and  the  induction of an  integral  cellular 
stress response have been mentioned previously as possible causes 
for the translational attenuation (Chen and Baric 1995, Senanayake 
and Brian  1999, Tahara  et  al.  1994, Tahara  et  al.  1998). Yet  so  far, 
knowledge of  the  individual  contribution  of  these possibilities  to 
the translational shut‐off is scarce. 
  Recently,  an  integral  cellular  stress  response during MHV 
infection  involving  phosphorylation  of  eukaryotic  translation 
initiation factor 2α (eIF2α) has been described (Raaben et al. 2007). 
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Phosphorylation  of  this  factor  prevents  translational  initiation, 
resulting  in a transient translational block. The two most common 
kinases  that  phosphorylate  eIF2α  are  the dsRNA‐  and  interferon 
(IFN)‐induced protein kinase R  (PKR) and eIF2α kinase 3  (PERK) 
(reviewed  in  (Ron and Walter 2007)). Since  IFN  transcription and 
hence PKR are not activated  in MHV  infected non‐lymphoid cells 
(reviewed  in  (Versteeg and Spaan 2007)), PERK might be  a good 
candidate  for  the  eIF2α  phosphorylating  kinase  during  MHV 
infection. 
  PERK  is activated as part of the unfolded protein response 
(UPR). The UPR is induced upon accumulation of unfolded protein 
and  protein  complexes  in  the  endoplasmic  reticulum  (ER).  CoV 
infection  invokes  an  UPR  in  its  host  cells  by  the  synthesis  and 
accumulation of viral membrane proteins such as spike (S) (Chan et 
al.  2006,  Versteeg  et  al.  2007b).  Besides  PERK,  also  the  inositol‐
requiring  enzyme  1  (IRE‐1)  and  activating  transcription  factor  6 
(ATF‐6) branches of the UPR are activated during ER stress. IRE‐1 
possesses a cytoplasmic RNaseL‐like domain that splices the RNA 
of an  important UPR related transcription factor  in the cytoplasm. 
RNaseL‐like enzymes are  the only nucleases  identified so  far  that 
can  specifically  cleave  28S  rRNA  (Iwawaki  et  al.  2001).  Previous 
work of Banerjee and co‐workers described specific cleavage of 28S 
rRNA during MHV  infection  (Banerjee et al. 2000). Although  they 
showed  that mature  cytoplasmic  rRNA  is  cleaved  in  a  RNaseL‐
independent  manner,  they  were  unable  to  identify  the  RNase 
responsible  for  28S  rRNA  degradation.  Multiple  sequence 
alignments  revealed  that  IRE‐1  contains  a  highly  conserved 
RNaseL‐like domain, suggesting  that  it may be  involved  in rRNA 
degradation during CoV infection.  
  Activation  of  PERK,  ATF‐6  and  IRE‐1  occurs  at  a  post‐
translational level and can directly initiate other cellular responses 
that do not  require protein  synthesis  for  their  activation,  such  as 
p38 mitogen activated protein kinase (MAPK) (Liang et al. 2006, Su 
et al. 2002). Previous work of Banerjee and co‐workers indicated the 
activation  by  phosphorylation  of  the  pro‐inflammatory  and  pro‐
apoptotic  transcription  factor p38  (Banerjee et al. 2002). Activation 
of  the mitogen activated protein kinase  (MAPK) p38  significantly 
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contributes  to  the  transcription  of  inflammatory  cytokines  and 
activation of caspases  in other virus  infections  (Kujime et al. 2000, 
Lin et al. 2001, Liu and Muruve 2003). 
Type 1 interferons (IFN) are soluble cytokines that mediate 
an  anti‐viral  state  during  a  wide  variety  of  infections.  Their 
expression  is  mainly  regulated  at  the  level  of  transcription 
(reviewed in (Haller et al. 2006)). Virus infections activate signaling 
pathways  that  eventually  result  in  the  production  of  immediate 
early  IFN‐β  and  IFN‐α4. Molecular  pattern  recognition  receptors 
such  as  toll‐like  receptors  (TLRs)  are  mainly  expressed  by 
specialized  cells  and  can  be  triggered  to  initiate  IFN production. 
Non‐specialized cells such as fibroblasts do not express these TLRs. 
For  induction  of  IFN‐mediated  innate  immunity,  these  cells  are 
dependent  on  the  cytoplasmic  RNA  helicases  retinoic  acid–
inducible  gene  I  (RIG‐I)  and melanoma differentiation–associated 
gene 5 (MDA‐5) (reviewed in (Haller et al. 2006)). 
  We and others have recently demonstrated that infection of 
fibroblasts  with  MHV  and  SARS‐CoV  did  not  result  in  nuclear 
translocation  of  interferon‐regulatory  factor  3  (IRF‐3),  a  key 
transcription  factor  involved  in  IFN  induction  (Versteeg  et  al. 
2007a,  Zhou  and  Perlman  2007).  Furthermore, MHV  and  SARS‐
CoV  infection  could  not  prevent  IFN  induction  by  poly  (I:C)  or 
Sendai  virus,  suggesting  that  these CoVs do  not  inactivate  IRF‐3 
mediated  transcription  regulation,  but  apparently  prevent 
detection of replicative RNA by cellular sensory molecules. On the 
other  hand,  Roth‐Cross  et  al.  reported  that  infection  with  their 
MHV‐A59 strain did result in upregulation of IFN‐β mRNA (Roth‐
Cross  et  al. 2007). Nevertheless,  IFN protein was not  synthesized. 
Additionally, others have reported that IRF‐3 was transported from 
the cytoplasm  to  the nucleus early after  infection with SARS‐CoV 
(Spiegel et al. 2005). However, at a later time point in infection, IRF‐
3 was again localized in the cytoplasm. Also under their conditions, 
SARS‐CoV  did  not  increase  IFN‐β  transcription.  These  various 
observations underpin  the complexity of IFN evasion during CoV 
infection and the apparent variability that seems to exist. 
  We  here  report  the  relevance  and  consequences  of  UPR 
induction for CoV replication as well as the effect of cell passage on 
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type  I  IFN  induction  during  CoV  infection  in macrophages  and 
fibroblasts. We describe that despite the inability of MHV‐infected 
cells  to  translate  upregulated  UPR  genes  as  a  result  of  the 
translational  shut‐off,  p38  inhibitor  studies  indicate  that  post‐
translational activation of p38 may be important for efficient MHV 
production.  Secondly,  in  gel  hybridizations  suggested  that  28S 
rRNA  is  cleaved during MHV  infection, but  that  the  sizes of  the 
degradation  products  are  different  from  the  ones  observed  after 
treatment with  the UPR  inducer DTT. This may  indicate  that  the 
28S  rRNA  cleavage  during  MHV  infection  could  be  UPR‐
independent  or  dependent  on  different  UPR  pathways  than 
activated by reducing agents such as DTT. Finally, we here report 
upregulation of type I IFN mRNA by SARS‐CoV in low‐passage L‐
ACE2  cells.  However,  transcription  of  down‐stream  effector 
molecules was  not  increased,  suggesting  that  translation  of  IFN 
mRNA or the integrity of the JAK‐STAT pathway could be affected 
by the virus. IFN transcription was absent in high‐passage cells or 
MHV infected cells, as previously observed. 
 
Materials and methods 
Cells  and  viruses. WBC264‐9C  cells were maintained  in  Eagleʹs 
Minimum  Essential  Medium  supplemented  with  8%  fetal  calf 
serum. Culturing and  infection of L cells with MHV and L‐ACE2 
cells with SARS‐CoV have been described previously  (Versteeg  et 
al.  2007a).  Strain A59  of MHV was  obtained  from ATCC.  SARS‐
CoV  strain Frankfurt 1 was grown on Vero‐E6 cells and all work 
with  infectious SARS‐CoV was performed as described  (Snijder  et 
al.  2006).  m.o.i.  1‐10  was  used  for  coronavirus  infections 
throughout  this  study.  MHV  titers  were  determined  by  plaque 
assays on L cells, whereas SARS‐CoV titers were determined on L‐
ACE2  cells.  Recombinant  Sendai  virus  H4  (SeV‐H4) was  kindly 
provided  by D. Kolakofsky  (Cadd  et  al.  1996).  SeV‐H4  infections 
were  carried out  in  complete medium  for 30‐45 minutes at 37  °C 
after which complete medium was added to the inoculum.  
 
RNA isolation and quantitative RT‐PCR. Total RNA was isolated 
from  cells  at  the  indicated  times  p.i.  using  TRIzol  reagent 
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(Invitrogen). RNA was treated with 2 units of DNaseI (Invitrogen) 
at 37  °C  for 30 minutes  to  remove potential DNA  contamination. 
Quantitative  RT‐PCR  (RT‐qPCR)  was  performed  as  described 
previously (Versteeg et al. 2006). Primer sequences are available on 
request.  
 
Antisera  and  immunofluorescence  assay.  Cells were  seeded  on 
glass  coverslips  in  35‐mm  wells,  infected  and  subsequently 
transfected  as  described  above.  Coverslips were  removed  at  set 
intervals, fixed in 3% paraformaldehyde and further processed for 
immunofluorescence  assay  as  described  previously  (Snijder  et  al. 
2006). Cells were  incubated with either 1:1000 diluted  rabbit k134 
serum  raised  against MHV particles  (Rottier  et  al.  1981b) or  anti‐
SARS‐CoV nsp‐3 directly coupled to Alexa Fluor 488 dye (Snijder et 
al. 2006). Polyclonal antibodies were detected with Cy3‐conjugated 
donkey  anti‐rabbit  secondary  antibodies  (Invitrogen).  Nuclei 
stained using Hoechst 33342 dye. Samples were examined with a 
Zeiss Axioskop 2 fluorescence microscope. 
 
p38 inhibitor studies 
Cells were seeded in 6‐wells clusters at a density of 3×105 cells per 
well, 16 h prior  to  infection. At 1 h p.i., cells were overlayed with 
complete  medium  containing  100  μM  p38  inhibitor  (Sigma). 
Control  cells were  overlayed with  complete medium  containing 
only  the  solvent DMSO.  Supernatant  and RNA was harvested  at 
8.5 h p.i. and analyzed. 
 
ER stress induction 
Cells  were  incubated  in  complete  medium  containing  10  μg/ml 
tunicamycin  (Sigma), 8 mM DTT  (Sigma) or 750 μM  thapsigargin 
(Sigma).  RNA  and  protein  lysates  were  harvested  for  further 
analysis after 7 hrs incubation. 
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CXCL2 ELISA 
CXCL2 protein concentrations were determined in 50 μl 0.5% NP‐
40  (v/v)  treated  cell  culture  supernatant  using  the MIP‐2 DuoSet 
ELISA  Development  kit  (R&D  Systems,  Minneapolis,  MN)  as 
recommended  by  the  manufacturer.  Optical  density  was 
determined  with  a  multichannel  spectrophotometer  (Titertek 
Multiskan MCC/340; Labsystem) at 450 nm. Wavelength correction 
was  set  at  540  nm.  Two‐fold  serial  dilutions  of  the  DuoSet 
recombinant mouse Cxcl2  standard were  used  to  build  six  point 
standard curves. 
 
In gel hybridization 
Samples of total cellular RNA isolated at 14 h p.i. were denatured using  5 
μl of 1.5x denaturation mix  (75% deionozed  formamide; 1.5x MOPS; 9% 
formaldehyde) at 70 °C for 10 min. After chilling on ice, 6x Layer mix (10% 
SDS; 5% brome‐phenol blue; 87% glycerol; 0.5 M EDTA) was added to the 
samples,  which  were  then  loaded  on  a  1.5%  agarose/1x  MOPS  (0.5  M 
MOPS;  0.25 M  sodium  acetate.  3H20;  0.05 M  EDTA)  /3%  formaldehyde 
denaturing gel. RNA electrophoresis was carried out at 55V for 18h, in a 1x 
MOPS  buffer.  Subsequently,  the  gel was  dried  on  a  piece  of Whattman 
paper at 60 °C for 2 h. 
The dried gel was hybridized to two murine 18S rRNA specific 32P‐
labeled  probes  or  a  probe  recognizing  28S  rRNA  (probe  sequences 
available on request). The synthesis of the radiolabeled probe was carried 
out using 1 μl of 10x oligo kinase buffer (0.5 M Tris/HCl pH 7.5; 100 mM 
MgCl2;  200 mM DTT),  1  μl  of  10  μM  oligonucleotide,  1  μl  of T4  kinase 
(100U/ml; Invitrogen) and 1 μl of γ‐32P‐ATP, in a total volume of 10 μl. The 
Whattman paper was removed, the dried gel was put in a plastic bag, and 
25 ml of hybridization mix (5x SSPE; 5x Denhardt; 0.05% SDS; 100 mg/ml 
homomix  I) was added. The  radiolabelled probe was added and  the gel 
was  incubated  in a waterbath at 60 °C overnight. After hybridization, the 
gel was washed  in 5x SSPE  (150 mM NaCl; 10 mM sodium phosphate; 1 
mM  EDTA,  pH7.4)/0.05%  SDS  at  56  °C  for  30  min  and  exposed  to  a 
phosphoimager screen. The screens were scanned using a Biorad Personal 
Molecular  Imager  FX,  and  quantification  of  bands was  performed with 
Quantity One software (Biorad). 
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Alignment of ribonuclease 2‐5A domain sequences 
A  multiple  sequence  alignment  with  embedded  query  was 
generated  by  adding  a  ribonuclease  2‐5A  query  sequence  (from 
accession number NP_036012) to a CDD conserved domain model, 
which has been described previously  (Marchler‐Bauer  et al. 2007). 
The  query  was  performed  on  the  following  website: 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Structure/cdd/cdd.shtml.  The 
multiple  sequence  alignment  with  embedded  query  was  set  to 
differentially display identical conserved amino acids.  
 
Results 
Dynamic  induction  of  chemokine  responses  during  MHV 
infection in macrophage‐like cells 
MHV  infection  results  in  prominent  inhibition  of  cellular 
translation  and  the  activation  of  an  unfolded  protein  response 
(UPR) upon  infection  in  fibroblasts. To address  the cell‐specificity 
of  these  observations,  macrophage‐like  WBC264‐9C  cells  were 
infected with MHV at an m.o.i. of 10 (titer determined on L cells). 
The infection was characterized by little cell death and secretion of 
108 p.f.u./ml progeny virus within 24 h p.i. (Fig. 1A) similar to what 
is observed  in L  cells.  Immunofluorescence assays  (IFA)  revealed 
that  approximately  20‐30%  of  the  cells  was  permissible  for 
infection, yet the percentage of MHV antigen‐positive cells seemed 
to  decrease  somewhat  after  3  days  p.i.  (Fig.  1B).  Increased  cell 
death  was  prominent  in  the  cultures  during  this  stage  of  the 
infection  and  could  account  from  the  reduced  number  of MHV‐
antigen positive cells. 
RT‐qPCR  analysis  revealed  80‐fold  upregulation  of  Cxcl2 
mRNA  levels within  the  first  24  h  p.i.  (Fig.  1C). Comparatively, 
SeV‐mediated Cxcl2 mRNA upregulation peaked at 10‐fold around 
8 h p.i. and decreased to approximately 7‐fold by 24 h p.i. At 3 days 
p.i. SeV and MHV Cxcl2 mRNA induction had decreased to 4‐fold 
and  30‐fold,  respectively.  This  decrease  did  not  correlate with  a 
decrease of the percentage infected cells, which remained about 20‐
30%  up  to  3  days  p.i.  (Fig.  1B).  However,  the  decreased  did 
strongly  correlate with  a  reduction  in  virus  production  (Fig.  1A) 
and  a  significant  decrease  in  viral  subgenomic  RNA  (sgRNA) 
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synthesis, whereas  genomic  RNA  levels  remained  constant  (Fig. 
1D). 
Despite  significant  Cxcl2  mRNA  upregulation,  MHV 
infected cells did not secrete  increased amounts of CXCL2 protein 
in the supernatant up to 3 days p.i. (Fig. 1E). In contrast, the lower 
increase  in  Cxcl2  mRNA  during  SeV  infection  did  yield  a 
significant  increase  in  the  secretion  of  CXCL2  protein  of 
approximately 40‐fold  at 24 h p.i. and 90‐fold at 48 and 72 h p.i. 
(Fig. 1E). 
 
 
(a) 
 
Fig. 1A. Dynamic induction of chemokine responses during MHV infection in 
macrophage-like cells. Macrophage-like WBC264-9C cells were infected with MHV at a 
m.o.i. of 10. At the indicated times, supernatant, coverslips, total RNA and protein extracts 
were prepared. The viral titers were determined by titrating the supernatants from the 
various time points on L cells.  
 
These cells produce already significant amounts of CXCL2 protein 
in resting state, which was also evident from the linear increase of 
both  Cxcl2 mRNA  (despite  a  small  increase  at  2  days  p.i.)  and 
CXCL2  protein  in  the  mock  infected  cells  (Fig.  1C  and  1E). 
Surprisingly, in both MHV and SeV infected cultures Cxcl2 mRNA 
and  protein  concentrations  increased  between  3  and  6  days  p.i., 
potentially  indicating a common, yet currently unidentified, event 
in  the  infected  cultures.  Together,  these  results  demonstrate  that 
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Cxcl2 mRNA  is also upregulated during MHV  in other cell  types 
than fibroblasts, such as macrophage‐like cells, but that after 3 days 
p.i.  in  these  cells  other  stimuli  related  to  infection may  trigger  a 
secondary increase of Cxcl2 mRNA and protein synthesis. 
  
 
(b) 
 
Fig. 1B. Dynamic induction of chemokine responses during MHV infection in 
macrophage-like cells. Macrophage-like WBC264-9C cells were infected with MHV at a 
m.o.i. of 10. At the indicated times, supernatant, coverslips, total RNA and protein extracts 
were prepared. Coverslips were washed once with PBS, immediately fixed and incubated 
with MHV-specific antibodies. Nuclei were stained with Hoechst. 
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(c) 
 
(d) 
(e) 
 
Fig. 1C/D/E Dynamic induction of chemokine responses during MHV infection in 
macrophage-like cells. Macrophage-like WBC264-9C cells were infected with MHV at a 
m.o.i. of 10. At the indicated times, supernatant, coverslips, total RNA and protein extracts 
were prepared. (C) Total RNA was analyzed for Cxcl2 mRNA expression by RT-qPCR. 
Values are Gapdh-normalized and expressed as fold induction. (D) Supernatant from 
infected was analyzed for protein production with CXCL2 specific ELISA. SeV infection 
was used as a positive control. (E) Total RNA was analyzed for total viral RNA and 
genomic viral RNA expression by RT-qPCR using specific 3’-UTR and ORF1ab specific 
primers. Values are expressed as fold induction. 
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p38  inhibition  results  in decreased MHV production  and Cxcl2 
mRNA upregulation 
Despite the inability of the cells to translate upregulated genes as a 
result of  the  translational  shut‐off, post‐translational activation of 
signaling  molecules  such  as  p38  may  be  important  for  efficient 
MHV  production.  To  assess  the  importance  of  p38  activation 
during MHV infection, infected cells were incubated with a highly 
specific p38 inhibitor at a concentration of 100 μM, which is in the 
non‐toxic  range. Compared  to  control  treated  cells, CPE  in MHV 
infected  cells  treated  with  the  p38  inhibitor  was  significantly 
delayed (data not shown).  
  
(b)(a) 
 
Fig. 2. p38 inhibition results in decreased MHV production and Cxcl2 mRNA 
upregulation. L cells were infected with MHV at a m.o.i. of 10. At 1 h p.i., cells were 
overlayed with complete medium containing 100 μM p38 inhibitor (Sigma). Control cells 
were overlayed with complete medium containing only the solvent DMSO. Supernatant 
and RNA were harvested at 8.5 h p.i.. (A) The viral titers were determined by titrating the 
supernatants from the various time points on L cells. (B) Total RNA was analyzed for 
Cxcl2 mRNA expression by RT-qPCR. Values are Gapdh-normalized and expressed as 
fold induction. 
 
Moreover, the virus titer  in the supernatant was reduced by 1000‐
fold to only 105 p.f.u./ml (Fig. 2A). Additionally, RT‐qPCR analysis 
of  RNA  from  MHV  infected  cells  revealed  that  the  30‐fold 
induction  in  Cxcl2 mRNA  concentrations was  reduced  to mock 
control levels in cells treated with p38 inhibitor (Fig. 2B). Together 
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these data suggest that p38 activation could be UPR associated and 
is important for efficient virus production.  
 
MHV infection results in 28S rRNA degradation 
Post‐translational  activation  of  a  cellular  RNase  could  be 
responsible  for  rRNA degradation during MHV  infection. Similar 
kinetics between rRNA cleavage and UPR induction suggested that 
these  events  could  be  connected.  Since RNaseL‐like  enzymes  are 
the only nucleases identified so far that can specifically cleave 28S 
rRNA,  all  “ribonuclease  2‐5A  domain”  containing  proteins  in 
Genbank  were  aligned  by  RPS‐BLAST  to  identify  potential 
candidates responsible for the degradation. The ribonuclease 2‐5A 
domain was predicted using pfam06479 with a very significant E‐
value (5×10‐39). Besides RNaseL sequences, the only other molecules 
identified  to  possess  a  RNaseL‐like  domain were  IRE‐1  variants 
from various organisms  (Fig. 3A)  in which  the  ribonuclease 2‐5A 
domain  was  predicted  with  even  more  significant  E‐values. 
Together  these  results  suggest  that  the  UPR  activated  molecule 
IRE‐1 could play a role in rRNA during MHV infection. 
 
 
(a) 
 
 
Fig. 3A. MHV infection results in 28S rRNA degradation. L cells were infected with 
MHV at a m.o.i. of 10. A multiple sequence alignment with embedded query was generated 
by adding a ribonuclease 2-5A query sequence to a CDD conserved domain model. The 
multiple sequence alignment with embedded query was set to differentially display 
identical conserved amino acids.  
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To study the  impact of MHV  infection and the UPR on 28S rRNA 
integrity,  total RNA  from MHV  infected cells was  isolated at 14 h 
p.i. The medium was kept at pH 6.5  to delay cell‐cell  fusion. The 
isolated RNA was analyzed  for 28S and 18S  rRNA  integrity with 
specific  probes  using  in  gel  hybridization. All  treatments  groups 
showed a prominent  intact 18S  rRNA band  (Fig. 3B). Only MHV 
infection  seemed  to  result  in  two minor degradation products  at 
the bottom of the gel. Additionally, mock treated cells also showed 
a prominent intact 28S rRNA signal. 
 
 
(b) 
 
Fig. 3B. MHV infection results in 28S rRNA degradation. L cells were infected with 
MHV at a m.o.i. of 10. Samples of total cellular RNA isolated at 14 h p.i. were denatured 
and loaded on a denaturing agarose gel. Subsequently, the gel was dried andhybridized to 
two murine 18S rRNA specific 32P-labeled probes or a probe recognizing 28S rRNA. The 
gel was exposed to a phosphoimager screen. The screens were scanned using a Biorad 
Personal Molecular Imager FX. 
 
However, after treatment with tunicamycin (Tm), DTT or infection 
with MHV the 28S rRNA band decreased to 80%, 60% and 40% of 
the  mock  band  intensity  (Fig.  3B  and  3C).  Moreover,  several 
degradation products appeared after the strong DTT treatment and 
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MHV  infection  (Fig. 3B). Whereas MHV  infection yielded  three of 
such  additional  products,  DTT  treatment  yielded  only  two. 
Notably,  these  products  migrated  differently  from  the  MHV 
infection  products.  In  conclusion,  28S  rRNA  is  degraded  during 
MHV  infection. However  the  size of  the degradation products  is 
different between MHV infection and the strong UPR inducer DTT. 
 
 
(c) 
 
Fig. 3C. MHV infection results in 28S rRNA degradation. L cells were infected with 
MHV at a m.o.i. of 10. Software quantification of the bands was performed and values of 
the mature 28S rRNA signal were expressed as a relative ratio to mature 18S rRNA. 
 
UPR expression profile in MHV infected cells 
The differential 28S rRNA banding pattern described for DTT and 
MHV  treated  cells  suggests  that  the  spectrum  of  UPR‐induced 
pathways  may  vary  extensively  for  different  UPR  inducers.  In 
order  to  determine  whether  MHV  infection  and  treatment  with 
classical inducers such as thapsigargin (Tg), Tm or DTT, resulted in 
a  comparable  UPR,  a  set  of  RT‐qPCR  primers  was  designed  to 
measure  the mRNA  levels of  ten different UPR markers  (Fig. 4A‐
C). The main point  that  can be deduced  from  all  three  figures  is 
that  indeed  all  four  conditions  have  unique  expression  profiles. 
Nevertheless, some similarities between the various inducers exist. 
For  example,  Herpud1  is  induced  to  a  limited  extent  upon 
induction with DTT and Tm. However, both Tg and MHV induced 
Herpud1 about 12‐fold. Secondly, DTT increased CHOP mRNA 18‐ 
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(a) 
 
(b) 
 
(c) 
Fig. 4. UPR expression profile in MHV infected cells.  
L cells were incubated in complete medium containing 10 μg/ml tunicamycin (Sigma), 8 
mM DTT (Sigma) or 750 μM thapsigargin (Sigma). Alternatively, L cells were infected 
with MHV at a m.o.i. of 10. RNA and protein lysates were harvested for further analysis 
after 7 hrs incubation. Total RNA was analyzed by RT-qPCR for mRNA expression of ten 
different UPR markers. Values are Gapdh-normalized and expressed as fold induction. 
The MHV expression profile was compared to that of (A) thapsigargin (Tg), (B) 
dithiothreitol (DTT), or (C) tunicamycin (Tm). 
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fold, whereas  the  induction  by  all  other  inducers was  limited  to 
about  5‐fold. Moreover,  all  UPR  inducers  upregulated  GADD34 
approximately 20‐fold, whereas MHV infection resulted only in an 
8‐fold  increase. None  of  the  inducers  or MHV  increased mRNA 
levels of Atg5, an  important molecule  in  the autophagy pathway. 
Overall, the MHV UPR profile seems an intermediate between the 
Tm  and  Tg  profiles,  indicating  that  different UPR  inducers  and 
MHV infection may exert different effects on their host cells. 
 
IFN mRNA induction during SARS‐CoV infection 
In  addition  to  the UPR,  induction  of  immediate  early  interferon 
(IFN)  is  also  found  in  many  infections  and  is  one  of  the  most 
prominent  cellular  responses. For  that  reason, many viruses  such 
as MHV and SARS‐CoV  interfere with  the  induction of  this anti‐
viral response. Previous studies with passage 30 fibroblast‐like cells 
demonstrated that both MHV and SARS‐CoV did not induce type I 
IFN transcription. To determine if cell passage number would have 
an effect on  IFN  induction, early passage L‐ACE2  cells  (P2) were 
thawed  for  high m.o.i.  infection with  SARS‐CoV.  Both  CPE  and 
virus production during SARS‐CoV  infection developed similar to 
what has been previously observed during infection in P30 L‐ACE2 
cells. The titer in the supernatant was determined with intervals of 
4 hrs and showed a  logarithmic  increase up to the maximum titer 
of 2×108 p.f.u./ml at 12 h p.i. (Fig. 5A). Parallel cells from the same 
passage  were  infected  with  MHV,  yielding  an  expected  3×108 
p.f.u./ml after 8 h p.i. (data not shown). 
  Total  cellular RNA was  isolated with  the  same  four‐hour 
time  intervals. After reverse  transcription with random hexamers, 
specific primers were used  to amplify  IFN‐α4 and  IFN‐β mRNA. 
Whereas  MHV  infection  did  not  result  in  significant  IFN‐α4  or 
IFN‐β mRNA upregulation (Fig. 5B), SARS‐CoV infection increased 
levels of IFN‐α4 (Fig. 5C) and IFN‐β mRNA (data not shown) from 
approximately  8  h  p.i.  onwards  in  a  time  dependent  manner. 
Control infection with the IFN‐inducing Sendai virus (SeV) yielded 
a very significant upregulation of IFN transcripts from as early as 4 
h p.i. (Fig. 5C). The extent of upregulation was measured using RT‐
qPCR.  Indeed,  IFN  transcripts  remained  undetectable  in  MHV 
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infected  cells  (data  not  shown), whereas  SARS‐CoV  upregulated 
both immediate early IFN messengers approximately 20‐fold at 12 
h p.i. and 300‐fold at 16 h p.i. (Fig. 5D). However, upregulation of 
the  same  mRNA  was  much  more  extensive  and  faster  in  SeV 
infected cells, where  IFN mRNA was upregulated more  than 100‐
fold at 4 h p.i. and reached close to a 10,000‐fold increase at 12 h p.i. 
(Fig.  5D). As  described  previously,  double‐infection  experiments 
with SARS‐CoV and SeV, confirmed that SARS‐CoV was unable to 
interfere with the SeV induced IFN response (data not shown). 
 
 
(a) 
(b)  (c)
 
Fig. 5A/B/C. IFN mRNA induction during SARS-CoV infection. L-ACE2 cells were 
infected with SARS-CoV at a m.o.i. of 10. MHV and SeV infections were carried out as 
controls. With four-hour intervals, supernatant, coverslips and total RNA were extracted. 
(A) The viral titers were determined by titrating the supernatants from the various time 
points on L-ACE2 cells. (B) IFN-β and IFN-α4 mRNA from MHV-infected cells was 
amplified by RT-PCR using specific primers. The PCR products were analyzed on an 
agarose gel. (c) IFN-α4 mRNA from SARS-CoV infected cells was amplified by RT-PCR 
using specific primers. The PCR products were analyzed on an agarose gel. 
 
The  strong  IFN  induction  by  SeV  and  the  milder  induction  by 
SARS‐CoV were confirmed by  IRF‐3 specific  immunofluorescence 
analysis. SeV‐infected cells showed a clear translocation of IRF‐3 to 
the  nucleus, whereas  SARS‐CoV  infected  cells  contained  a more 
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limited amount of IRF‐3 in the nucleus (Fig. 5E). Nevertheless, the 
nuclear IRF‐3 content was clearly  increased  in SARS‐CoV  infected 
cells  compared  to mock  infected  controls  (Fig.  5E).  Importantly, 
both the nuclear IRF‐3 localization and IFN transcription in SARS‐
CoV infected cells was observed in three independent experiments 
and gradually decreased with the passage number of the cells to a 
point where  type  I  IFN was no  longer  induced during SARS‐CoV 
infection (data not shown). 
  To  determine whether  IFN  signaling  and  transcription  of 
anti‐viral effectors were activated upon SARS‐CoV infection, the 2’‐
5’‐OAS  mRNA  level  was  determined  using  RT‐qPCR.  The 
induction of 2’‐5’‐OAS in SeV infected cells followed the induction 
of IFN transcripts with an approximate delay of 4 hrs. The mRNA 
levels were 50‐fold upregulated at 8 h p.i. and reached a plateau of 
300‐fold  induction  at  12  h  p.i.  (Fig.  5F).  In  contrast,  2’‐5’‐OAS 
transcripts were not increased in SARS‐CoV infected cells (Fig. 5E). 
As in the mock samples, 2’‐5’‐OAS transcription increased 4‐5‐fold 
in  the  first  four  hours  of  SARS‐CoV  infection.  Thereafter,  the 
content of this mRNA remained constant in both mock and SARS‐
CoV infected cells (Fig. 5F). 
 
Discussion 
Despite  translational  attenuation  as  observed  in  L  cells,  MHV 
infection  in WBC264‐9C cells was characterized by both extended 
cell  viability  and  the  synthesis  and  release  of  CXCL2  protein 
between  3  and  6  days  p.i..  In  these  cells  other  stimuli  related  to 
infection may  trigger  a  secondary  increase  of  Cxcl2 mRNA  and 
protein  synthesis. The  release of  a yet unidentified  soluble  factor 
could have  initiated  this  increase of CXCL2 protein  in uninfected 
cells present in the same culture, that are not prone to translational 
attenuation  by MHV.  For  example,  the  increased  cell  death  that 
became  apparent beyond  3 days  after MHV  infection  could have 
triggered transcription and translation of Cxcl2 and perhaps other 
cellular stress genes. 
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(a) 
 
(b) 
 
 
(c) 
 
Fig. 5D/E/F. IFN mRNA induction during SARS-CoV infection. L-ACE2 cells were 
infected with SARS-CoV at a m.o.i. of 10. MHV and SeV infections were carried out as 
controls. With four-hour intervals, supernatant, coverslips and total RNA were extracted. 
(D) Total RNA was analyzed for IFN-α4 mRNA expression by RT-qPCR. Values are 
Gapdh-normalized and expressed as fold induction. (E) Coverslips were washed once with 
PBS, immediately fixed and incubated with SARS-CoV nsp3-specific and IRF-3 specific 
antibodies. Nuclei were stained with Hoechst. (F) Total RNA was analyzed for 2’-5’-OAS 
mRNA expression by RT-qPCR. Values are Gapdh-normalized and expressed as fold 
induction. 
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The  p38  MAPK  regulates  cellular  stress  responses,  including 
apoptosis  and  chemokine  expression  and  is  upregulated  during 
MHV infection from 5 h p.i. onwards (Banerjee et al. 2002, Kujime et 
al. 2000, Lin et al. 2001, Liu and Muruve 2003). The observation that 
a p38 inhibitor decreases viral replication (Fig. 2) can be explained 
in  several  ways.  Evidently,  the  inhibitor  could  be  toxic,  which 
would  result  in  reduced  replication.  However,  morphological 
changes  associated  with  toxicity  were  never  observed  in  any 
experiments (data not shown). Moreover, the used concentration of 
inhibitor  was  within  the  limits  thoroughly  tested  by  the 
manufacturer.  Secondly,  active  p38 may  be  required  for  efficient 
replication,  rather  than  the  increased  amounts  of  active  p38  that 
accumulate  from  5  h  after  MHV  infection  onwards,  that  were 
reported previously (Banerjee et al. 2002). We cannot rule out at the 
moment that a cellular pathway that is dependent on p38 MAPK is 
critical  for  efficient  replication.  On  the  other  hand,  one  may 
speculate that the UPR induction described earlier, results in post‐
translational activation of signaling molecules such as p38 and that 
this activation could be beneficial for the virus.  
  Here we  demonstrated  that  cleavage  of  28S  rRNA  occurs 
during infection. Previous experiments have indicated that the first 
cleavage products can be detected from 5 h p.i. on, nevertheless the 
cleavage  is most prominent beyond 10 h p.i.  (unpublished results 
and (Banerjee et al. 2000)). Since the peak of MHV production is at 8 
h p.i.,  this raises  the question how relevant  this observation  is  for 
virus  replication.  Naturally,  28S  rRNA  cleavage  could  be  an 
inevitable  result  of  infection  and  have  no  effect  on  virus 
production. On the other hand, the cleavage could prevent efficient 
translation  and  virus production  late  in  infection  and  reduce  the 
time  during  which  high  titers  of  infectious  virus  are  produced. 
Alternatively,  28S  degradation  that  starts  at  5  h  p.i.  could 
contribute  to  the  translational  inhibition  that  also  becomes 
increasingly prominent from that point in infection (Slobodskaya et 
al., personal communication). Infection experiments in cells lacking 
the responsible RNase would from an excellent system to test these 
hypotheses.  
183 
Effects of the UPR during CoV infection 
So  far,  no  additional  proof was  found  that UPR  induced 
IRE‐1 may  be  the  28S  rRNA  cleaving  enzyme. On  the  contrary, 
treatment with  the UPR  inducer DTT  resulted  in  degradation  of 
28S rRNA into fragments with different sizes than observed during 
MHV infection. Thus, the possibility exists that 28S rRNA cleavage 
is mediated by a CoV‐encoded nuclease and that this cleavage may 
be  beneficial  for  efficient  translation  of  viral  RNA.  Future 
experiments  to  identify  the  RNase  and  subsequently  reduce  its 
expression  e.g.  by  a  RNAi  approach  will  be  crucial  to  better 
understand  the  significance  of  rRNA  cleavage  during  virus 
infection in more detail. 
Despite  the  differential  28S  rRNA  banding  pattern 
described for DTT and MHV treated cells, the results from the UPR 
expression  profiling  suggest  that  the  spectrum  of  UPR‐induced 
pathways can vary extensively for different UPR inducers (Fig. 4). 
This  leaves the possibility that the different sizes of the 28S rRNA 
degradation  products  could  be  the  result  from  e.g.  differential 
regulation  of  IRE‐1  during  DTT  treatment  and  MHV  infection. 
Future infections in IRE‐1‐/‐ MEFs or cells where the levels of IRE‐1 
are  reduced with  RNA  interference  (RNAi), will  be  required  to 
directly assess the involvement of IRE‐1 in 28S rRNA degradation. 
Moreover, similar approaches to reduce other UPR key molecules, 
such  as  PERK  and  ATF‐6,  will  provide  further  insight  in  the 
relevance of UPR activation during CoV infection in the absence of 
de novo protein synthesis. 
The finding that under particular circumstances SARS‐CoV 
can  induce IFN transcription, whereas  it cannot do so  in the same 
cell line once passaged for some time (Versteeg et al. 2007a), raises 
several  important  questions.  First  of  all,  it  remains  unclear why 
MHV is still able to prevent IFN induction, whereas SARS‐CoV can 
trigger mild  IFN  transcription.  These  observations  could  suggest 
that  the  two viruses  employ different means by which  they hide 
from  the  innate  immune  system, which  could make  one  of  them 
more vulnerable upon changes  in the cellular background. On the 
other  hand,  MHV  could  employ  a  tighter  regulation  of  IFN 
induction  compared  to  SARS‐CoV.  In  that way,  SARS‐CoV may 
not  completely  prevent  recognition  of  viral  products  when  the 
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balance  within  the  cell  is  slightly  changed.  One  should  bear  in 
mind  that  the L‐ACE2  cells  are murine  cells,  to which MHV has 
been  adapted  much  more  than  the  human  SARS‐CoV.  One 
possibility  is  that during passaging or aging of  the L‐ACE2  cells, 
adaptations arise that are beneficial for the virus. For example, viral 
protein  synthesis  may  be  changed,  resulting  in  e.g.  enhanced 
shielding  of  viral  RNA  or  reduced  viral  RNA  synthesis. 
Alternatively,  changes  in  the  quantity  or  structure  of  cellular 
membranes may influence viral RNA synthesis and shielding of its 
products. 
The data presented here show close resemblance to the data 
recently described  by Roth‐Cross  et  al.  for MHV  infection  (Roth‐
Cross et al. 2007). Similar to their observation for MHV, we showed 
that  SARS‐CoV  can  also  stimulate  synthesis  of  type  I  IFN 
transcripts without  the  synthesis  of  functional  effector molecules 
(Fig. 5). Notably, their ELISA indicated that IFN protein is absent in 
the supernatants of MHV  infected cells, whereas our readout was 
the mRNA synthesis of  the  IFN‐effector 2’‐5’‐OAS. The  lack of 2’‐
5’‐OAS  induction could well be  the result of reduced  IFN protein 
synthesis  or  interference  of  SARS‐CoV  with  the  JAK‐STAT 
pathway (Frieman et al. 2007, Hilton et al. 1986, Raaben et al. 2007, 
Roth‐Cross  et  al.  2007,  Rottier  et  al.  1981a,  Tangudu  et  al.  2007, 
Versteeg et al. 2007b). Alternativelly, one might argue that the time 
lag  between  IFN  transcription  and  the upregulation  of  2’‐5’‐OAS 
mRNA  (as observed  for SeV, compare  figures 5D and 5F) and  the 
limited extent of the IFN  induction may prevent measurable 2’‐5’‐
OAS  induction at 16 h after SARS‐CoV  infection. Although so  far 
there  is  no  clear  indication  that  this  is  the  case,  the  increase 
between  12  and  16  h  p.i.  could  suggest  that  2’‐5’‐OAS  starts  to 
increase  in  SARS‐CoV  infected  cells within  this  time  frame  (Fig. 
5F). 
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Innate immunity during infection 
The  type  I  interferon  (IFN)  system  forms  an  essential part of  the 
innate  immune system.  It  is critical  for  rapid  reduction of  further 
microbial  spread,  containment  of  the  infection  to  a  manageable 
scale and to allow the adaptive immune responses to fully develop 
(reviewed  in  (Garcia‐Sastre  and  Biron  2006,  Haller  et  al.  2006, 
Randall and Goodbourn 2008)). Given the potent anti‐viral activity 
of  the  IFN machinery,  it  is  not  surprising  that most  –if  not  all– 
viruses  employ  means  to  inhibit  this  system.  Part  of  the  work 
presented in this thesis (chapter 3 and 4) dealt with the evasion of 
innate  immunity  by  coronaviruses  (CoVs).  It  described  how 
infection  of  fibroblasts  with  the  murine  hepatitis  coronavirus 
(MHV)  and  SARS‐coronavirus  (SARS‐CoV)  did  not  result  in 
nuclear  translocation of  interferon‐regulatory  factor 3  (IRF‐3) and 
induction  of  IFN  mRNA  transcription.  Furthermore,  MHV  and 
SARS‐CoV infection could not prevent IFN induction by poly (I:C) 
or Sendai virus (SeV), suggesting that these CoVs do not inactivate 
IRF‐3‐mediated  transcription  regulation,  but  apparently  prevent 
detection of replicative RNA by cellular sensory molecules.  In  the 
first part of this last chapter, the data and proposed model of CoV 
shielding from detection by the innate immune system (chapters 3 
and 4) will be compared  to mechanisms used by other viruses  to 
modulate the IFN system. Thereafter, the relevance of IFN evasion 
by CoVs  in non‐lymphoid  cells  in  vitro  (chapter  3  and  4) will be 
discussed in the context of plasmacytoid dendritic cells (pDCs), the 
main producers of systemic type I IFN during CoV infection in vivo 
(Cervantes‐Barragan et al. 2007). 
 
Viral evasion of the IFN circuit 
Accumulating  evidence  suggests  that  viral  IFN  antagonistic 
properties  contribute  to  a  large  extent  to  viral  virulence  and 
transmission  of  (re)emerging  viruses  (reviewed  in  (Garcia‐Sastre 
and Biron  2006, Haller  et  al.  2006)). Reverse genetics  approaches 
have  enabled  researchers  to  identify  IFN‐antagonists  and  study 
their  role  in  viral  replication  and  pathogenesis.  IFN  antagonist 
knock‐out viruses are promising candidates for live virus vaccines. 
They  are  rapidly  cleared  in  vivo  as  the  result  of  a  potent  IFN 
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response,  yet  their  replication  competent  nature  ensures  the 
establishment  of  long‐lasting memory.  So  far,  Influenza A  virus 
NS1 deletion mutants were  tested  in mice  and  showed  that  they 
could protect against challenge with wild‐type virus (Talon  et al. 
2000). Also,  recent  evidence  from  studies with  SARS‐CoV  nsp‐1 
mutants  suggests  that  these  viruses  likewise  form  good  vaccine 
candidates (Zust et al. 2007). 
Nearly  60  different  viruses  have  so  far  been  described  to 
interfere with the IFN response (appendix B). Appendix B contains 
a  list of all viruses  that are currently known  to  interfere with  the 
IFN  system.  It  was  compiled  from  all  current  literature  and 
includes which viral proteins act as  IFN antagonists and whether 
experimental proof  includes  expression  studies or  infections with 
mutant  viruses  lacking  the  putative  IFN  antagonists.  This  latter 
issue is of great importance since single gene over expression may 
result  in aberrant expression,  localization and  interactions of viral 
proteins  compared  to  virus  infected  cells.  Figures  1  through  3 
summarize  the  steps  of  the  IFN  system  that  different  viruses 
interfere with. They exemplify several key understandings. 
First of all, viral antagonists have been described that cover 
all different steps of  the  IFN circuit. Evidently,  inhibition of early 
steps  in  the  cascade  implicitly  inhibits  the  induction  of  down‐
stream molecules  and  amplification  of  the  IFN  signal. Therefore, 
the shielding of replication  in  infected cells as proposed  for Lassa 
virus  (LV) (Muller  et  al.  2007), MHV  and  SARS‐CoV  (chapter  3, 
chapter 4 and (Zhou and Perlman 2007)) to prevent recognition by 
RIG‐I‐like helicases  (RLHs), may be  an  almost perfect  strategy  to 
avert IFN induction. However, one should bear in mind that most 
antagonists are exclusively produced in the infected cells, implying 
that surrounding uninfected cells can still be stimulated to establish 
an  anti‐viral  state  by  systemic  IFN.  For  that  reason  some  large 
dsDNA  viruses  express  soluble  IFN‐binding  proteins  which 
compete with the cellular IFN receptor for its ligand (appendix B). 
These  “viroceptors”  neutralize  secreted  IFN,  thereby  preventing 
autocrine  amplification.  Possibly,  these  strategies  enable  some  of 
these viruses to persist in their host for longer times or disseminate 
to hard‐to‐infect cells. 
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Secondly,  nearly  60%  of  the  viruses  for  which  IFN‐
antagonists  have  been  identified  interfere with  different  steps  of 
the IFN response (Fig. 3). Also CoVs interfere with various steps of 
the  IFN  circuit.  For  example,  MHV  and  SARS‐CoV  nsp‐1 
destabilize  IFN mRNA and may  thus provide an additional  layer 
of protection  for  the virus (Kamitani et al. 2006, Zust et al. 2007). 
Additionally,  the  SARS‐CoV‐unique  ORF‐6  product  antagonizes 
signal transducers and activators of transcription (STAT) 1 function 
by sequestering nuclear import factors on the rER/Golgi membrane 
(Frieman et al. 2007). By this it disrupts IFN signalling. So far, no 
report has been published  to enervate such a mechanism directed 
against  IFN  signaling  for  MHV.  Nevertheless,  several  CoVs, 
including  MHV,  are  relatively  insensitive  to  IFN  pre‐treatment 
(Garlinghouse, Jr. et al. 1984, Taguchi and Siddell 1985). This may 
suggest that the replication machinery of CoVs is protected against 
the anti‐viral action of effector molecules of the IFN system such as 
MxA  or  RNaseL.  The  tight  association  of  replication  complexes 
with  cellular  membranes  such  as  double‐membrane  vesicles 
(DMVs) may provide such a protective environment (Gosert et al. 
2002,  Snijder  et  al.  2006).  However,  experimental  evidence  is 
lacking  that  could  explain  the  ability  of CoVs  to  start  replication 
and  synthesis  of  protective  replication  complexes  in  cells  that 
already express anti‐viral effector molecules. Taken together, these 
examples illustrate the potential of CoVs to interfere with multiple 
steps of the IFN system. 
Thirdly, approximately one  third of  the viruses encode an 
antagonist  that  interferes  with  more  than  one  step  of  the  IFN 
response  system,  underpinning  the  pleiotropic  nature  of  viral 
proteins. Current knowledge on this  issue for CoVs  is  limited and 
future research will reveal if IFN antagonists are indeed expressed 
and  if  they may have multiple  functionalities. The next point  that 
can  be  inferred  from  Fig.  1  through  3  is  that  some  antagonistic 
proteins are conserved within some virus families, such as the V, P 
and C proteins of Paramyxoviridae  and  the M  and P proteins of 
Rhabdoviridae (appendix B). Likewise, four groups independently 
identified that both the SARS‐CoV and MHV nsp‐1 and N proteins 
have IFN antagonist activity upon expression in the absence of 
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virus  replication  (Kamitani  et  al.  2006,  Kopecky‐Bromberg  et  al. 
2007,  Ye  et  al.  2007,  Zust  et  al.  2007).  Finally,  some  inhibitory 
strategies seem to have a higher prevalence in certain virus groups. 
For  example,  nearly  all  viruses  with  dsDNA  genomes  interfere 
with  IFN‐induced  effector  molecules,  whereas  inhibitors  for 
sensory molecules  have  been mainly  identified  for  viruses with 
RNA genomes (Fig. 3). 
196 
General discussion 
Fi
g.
 2
. 
Sc
he
m
at
ic
 r
ep
re
se
nt
at
io
n 
of
 t
yp
e 
I 
IF
N
 s
ig
na
lin
g.
 V
ir
us
es
 t
ha
t 
w
er
e 
sh
ow
n 
to
 p
os
se
ss
 I
FN
 
an
ta
go
ni
st
ic
 a
ct
iv
ity
 in
 th
e 
co
nt
ex
t o
f w
t v
ir
us
 o
r 
m
ut
an
t v
ir
us
 in
fe
ct
io
n 
ar
e 
lis
te
d 
in
 r
ed
 a
t t
he
 a
pp
ro
pr
ia
te
d 
st
ep
 o
f t
he
 IF
N 
ca
sc
ad
e.
 A
nt
ag
on
ist
ic
 p
ro
te
in
s a
re
 in
 b
ra
ck
et
s. 
 
 
Despite  the  fact  that  our  data  in  chapters  3  and  4  indicate  that 
MHV and SARS‐CoV are unable  to  interfere with exogenous  IFN 
induction,  some  controversy  exists.  Other  groups  have  reported 
that the N protein of MHV and the SARS‐CoV ORF3b, N and ORF‐
6 proteins may possess antagonistic activity,  indicating  that CoVs 
could  employ  means  to  interfere  with  IFN  induction.  Upon 
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expression  from a plasmid or vaccinia virus vector,  these proteins 
blocked  expression  from  an  IFN‐β  and  IRF‐3  promoter  reporter 
plasmid.  The  ORF‐3b  and  ORF‐6  gene  products  also  prevented 
ISRE  promoter  activation  upon  IFN‐β  treatment.  Moreover, 
expression  of  MHV  and  SARS‐CoV  nsp‐1  interfered  with  IFN 
induction by degrading its mRNA (Kamitani et al. 2006, Zust et al. 
2007). A  noticeable  point  from  these  findings  is  that  differences 
may  exist  between  single  gene  expression  studies  and  studies 
performed in the context of virus infection. Therefore, both options 
of shielding vs. antagonism do not necessarily exclude each other. 
It  remains  a  question  how  CoVs  protect  their  replication 
products from RNA sensing molecules in the cell. One possibility is 
that  viral  replication  products  are  present  inside  DMVs  or  in 
protecting  structures on  the outside of DMVs. As  the knowledge 
on  this  topic  is still scarce, progress  in  this  field will certainly aid 
our  understanding  of  CoV  shielding.  It  remains  still  to  be 
determined whether DMVs are essential  for CoV  replication. The 
characterization  of  a  mutant  coronavirus  that  would  induce 
reduced DMV  formation, while  replication  remained  unaffected, 
could  provide  insight  in  the  role  of  DMVs  in  shielding  of  CoV 
replication  products. However,  it  is  possible  that  such  a mutant 
does not  exist. Alternatively,  studies  in persistently  infected  cells 
that may have  reduced DMV  formation or  in vitro  IFN  induction 
assays  with  replication‐competent  DMVs  isolated  from  infected 
cells may  prove  helpful  tools  to  study  the  shielding  potential  of 
DMVs. Also, capping of the viral RNA may prevent recognition of 
5’‐triphosphates  by  RIG‐I  (Hornung  et  al.  2006,  Pichlmair  et  al. 
2006). Another possibility  is  that  the CoV RNA  is  “shielded” by 
the N protein and prevents recognition by RLHs. 
Another  unanswered  issue  remains  the  heterogeneous 
expression  of  accessory  proteins  amongst  CoVs.  Although  the 
majority of these proteins is not essential for virus growth in vitro, 
they may  have  IFN  antagonistic  features  important  for  efficient 
replication  and  spread  in  vivo.  Naturally,  these  accessory  ORFs 
could have an  impact on the pathogenesis of these viruses  in vivo. 
Deletion of  the group‐specific ORFs of SARS‐CoV, either alone or 
in various combinations, did not dramatically influence replication 
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efficiency or viral RNA synthesis in cell culture (Yount et al. 2005). 
However, in vivo the SARS‐CoV ORF‐6 gene product increases the 
pathogenic properties of SARS‐CoV and MHV (Frieman et al. 2007, 
Netland et al. 2007, Pewe et al. 2005). 
 
 
 
Fig. 3. Viral antagonism with the IFN circuit. A crystal symbol is displayed at the 
various steps of the IFN cascade (X-axis) that are impaired by a particular virus (Y-axis). 
Plot is organized by viral genome type. 
 
Dendritic  cells  in  coronavirus  infections  in  vivo:  cross‐talk  to 
adaptive immunity 
Although studies on  IFN production by DCs are not described  in 
this thesis, the following paragraph will focus on their importance 
during (corona) virus infections. It is discussed why shielding from 
the  IFN system  in non‐specialized cells, such as  the L cells  in our 
studies,  is still  likely  to play an  important role  in viral survival  in 
vivo,  despite  the  fact  that  pDCs  are  by  far  the  most  prominent 
producers of systemic  type I IFN  (reviewed  in (Pohl et al. 2007)). 
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DCs  are  unique  cell  types  as  they,  depending  on  their  state  of 
maturation,  can  function  in  both  innate  and  adaptive  immunity. 
They  are  located  in  peripheral  tissues,  where  they  engage 
pathogens. The differentiation  and activation of DCs  is  regulated 
by a variety of cytokines that are secreted by various different cell 
types  upon  infection  (reviewed  in  (Pohl  et  al.  2007)).  Upon 
activation,  they  migrate  to  lymphoid  organs  where  immune 
responses are  initiated, particularly  the activation of naïve T cells. 
DC migration and maturation serves as a key‐link between  innate 
and  adaptive  immunity,  by  functioning  as  a  checkpoint  for  the 
nature and extent of  lymphocyte activation  (reviewed  in (Pohl  et 
al. 2007)). Sensing of viral RNA  in  the cytoplasm  is  important  for 
immediate detection  of  viral  infection, whereas Toll‐like  receptor 
(TLR)  sensing  of  dsRNA  in  endosomal  compartments  is  more 
important for the systemic response to virus infection (reviewed in 
(Asselin‐Paturel and Trinchieri 2005) and (Haller et al. 2006)).  
Recent  findings  suggest  that  rapid  production  of  type  I 
IFNs by pDCs  is essential for the control of both MHV and TGEV 
infections  (Cervantes‐Barragan  et  al.  2007, Guzylack‐Piriou  et  al. 
2006).    Systemic  type  I  IFN  release  by  pDCs  during  the  initial 
phase of MHV  infection  is essential  to  restrict viral  replication  to 
the spleen and prevent spread to non‐haematopoietic organs. This 
is  most  strikingly  demonstrated  by  the  fact  that  IFNAR–/–  mice 
succumb to MHV infection within 48 hours (Cervantes‐Barragan et 
al.  2007).  Recognition  of  MHV  by  pDCs  is  mediated  via  the 
TLR7/MyD88 pathway (Cervantes‐Barragan et al. 2007). 
Data from infections in non‐PBMCs indicate that type I IFN 
is not  induced  in  these  cells upon CoV  infection  (chapter  2). The 
discrepancy  between  these  findings  and  IFN  induction  found 
during CoV infection of PBMCs and DCs may reflect differences in 
sensitivity or used materials. On the other hand, expression of Toll‐
like  receptors  and  other  co‐stimulatory molecules  on  pDCs  and 
perhaps other PBMCs, could discriminate these cells from the cells 
that  do  not  express  IFN  upon  infection.  Moreover,  the  poor 
infectability  of most  PBMCs would  also  prevent  potential  active 
antagonism. Most peripheral blood mononuclear cells (PBMCs) are 
poorly  permissive  for  CoVs,  yet  are  able  to  detect  viral 
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glycoproteins  on  the  surface  of  infected  cells  and  virus  particles 
(Baudoux et al. 1998, Castilletti et al. 2005, Cervantes‐Barragan et al. 
2007,  Haan  et  al.  2003,  Spiegel  et  al.  2006).  SARS‐CoV,  MHV, 
HCoV‐229E  and  TGEV  infected  cells  are  good  triggers  for  IFN 
production  in PBMCs, which may be partially comprised of DCs. 
Interestingly,  PBMCs  from  SARS‐CoV  infected  patients  do  not 
produce significant amounts of type I IFN IFNs (Jones et al. 2004, 
Reghunathan et al. 2005, Yu et al. 2005). 
 
 
 
Fig. 4. Viral induction of various UPR-induced molecules. A crystal symbol is displayed 
at the various steps of the UPR (X-axis) that are activated by a particular virus (Y-axis). 
Plot is organized by viral genome type. 
 
CoVs  such  as MHV  are  likely  to  infect  non‐lymphoid  cells  (e.g. 
lung  epithelial  cells)  early  in  infection  during  the  local  infection 
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stages (Fig. 4). As indicated above, especially at this stage it will be 
critical  for  the virus  to prevent  full‐blown IFN production. Future 
experiments  in  RLH  knock‐out  mice  that  are  transplanted  with 
bone‐marrow  from wt‐mice may  provide  some  critical  insight  in 
this matter. The mice will have  a wt  set of  leukocytes  (including 
pDCs),  but  will  lack  the  sensing  of  viruses  by  RLHs  in  non‐
lymphocytic  cells.  One  may  predict  that  pathogenicity  will  be 
increased in these mice compared to wild‐type mice. 
 
Unfolded protein response during virus infection 
In the  last part of this final chapter, the data and proposed model 
of  CoV‐induced  ER  stress  (chapter  5)  will  be  compared  to  the 
means by which other viruses  induce and modulate  the unfolded 
protein  response  (UPR).  The  UPR  is  activated  by  disruption  of 
protein  folding  or  disturbance  in  ER  function.  Many  aspects 
inextricable  to  viral  replication  result  in  significant  intracellular 
stress  and  perturbation  of  cellular  homeostasis  (He  2006). 
Elaborate  synthesis  of  viral  glycoproteins  and  the  use  of  viral 
membranes  for assembly of  replication complexes hamper proper 
folding  and  processing  of  ER  client  proteins,  which  potentially 
triggers the UPR. Upon activation, the inositol‐requiring enzyme 1 
(IRE‐1) and activating transcription factor 6 (ATF‐6) branches of the 
UPR activate a gene expression program that promotes the folding 
capability of the ER and prepares an apoptotic response in case the 
ER  stress  proves  to  be  insolvable  (reviewed  in  (Ron  and Walter 
2007)).  The  eukaryotic  translation  initiation  factor  2α  (eIF2α) 
kinase  3  (PERK)  branch  causes  a  transient  translational  arrest. 
Together,  these  pathways  control  ER  homeostasis  in  the  face  of 
diverse physiological insults such as viral infection. 
 
UPR‐mediated chemokine and cytokine responses 
In chapter 5,  it was demonstrated how  lytic MHV and SARS‐CoV 
infection could  induce ER stress responses and subsequent C‐X‐C 
motif  ligand 2 (Cxcl2) mRNA  induction. ER stress and chemokine 
mRNA  induction were both  induced by  spike  (S)  expression and 
their  expression  occurred  simultaneously. ER  retained MHV  and 
SARS‐CoV  S  was  sufficient  to  induce  interleukin‐8  or  Cxcl2 
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transcription,  respectively  (chapter  5  and  (Chang  et  al.  2004)). 
Since  S  proteins  can  already  be  detected  at  two  to  three  hours 
before  the  induction  of  these  cellular  responses, we propose  that 
not mere expression triggers the UPR, but rather accumulation of S 
protein  in  the  ER.  The  development  of  a  CoV  deletion  mutant 
lacking  the  S  gene will  be  required  to  address  the  proportional 
contribution of S accumulation  to activation of an UPR and Cxcl2 
transcription in more detail.  
In addition to the innate immune sensors that have been described 
so  far,  the overload of  the ER with viral glycoproteins could also 
mediate  induction  of  innate  immune  responses  such  as 
transcriptional  activation  of  chemokine  genes  (chapter  5). 
Additionally,  ER  stress  can  induce  a  systemic  inflammatory 
response  through  cleavage  of  the  transcription  factor  CREBH 
(Zhang  et  al.  2006).  Several  other  studies  also  indicate  that 
activation  of  the  UPR  during  virus  infection  may  result  in  the 
activation  of  pro‐inflammatory  and  pro‐apoptotic  transcriptional 
programs.  For  example, during  Japanese  encephalitis  virus  (JEV) 
infection not only C/EBP‐homologous protein  (CHOP) expression 
is stimulated but also the pro‐inflammatory and pro‐apoptotic p38 
mitogen  activated  protein  kinase  (MAPK)  is  activated  (Su  et  al. 
2002). Moreover, UPR induction can result in activation of the pro‐
inflammatory  transcription  factor  nuclear  factor  κB  (NFκB),  as  is 
the case in adenovirus 5 (Ad5)‐mediated UPR (Deng et al. 2004, Hu 
et al. 2006, Huang et al. 2006, Hung et al. 2004, Jiang et al. 2003, Pahl 
et al. 1996, Pahl and Baeuerle 1995).  
Direct  in  vivo  evidence  will  be  required  to  univocally 
determine whether ER stress could also be classified as a  form of 
innate  immunity.  In  any  case, ER  stress  and  interferon  responses 
are  linked  through eIF2α. Viral  infection produces molecules  that 
activate  both  protein  kinase  R  (PKR)  and  PERK  pathways. 
Although  both  pathways  are  induced  by  different  types  of 
molecules, ultimately their activation results in phosphorylation of 
eIF2α  and  subsequent  shutoff  of  protein  synthesis.  Unfolded 
protein activates PERK, whereas PKR  is activated by dsRNA and 
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IFN. This  implies  that both ER  stress and dsRNA are  triggers  for 
innate immune activation and translational repression. 
 
UPR induction during virus infection 
Over  the  last  years,  several  lines  of  experimental  evidence  have 
indicated that at least sixteen different viruses trigger ER stress and 
an UPR upon  infection  in vitro. The viruses  in question,  the UPR 
pathways  they  induce  and  the  type  of  experimental  proof  are 
displayed  in Appendix A.  In Fig. 4  these data are organized  in a 
summarizing plot based on viral genome  type.   From  these data, 
four  important  points  can  be  deduced.  First  of  all, members  of 
virtually all different virus groups have been shown to  induce ER 
stress. Although there seems to be some bias towards the study of 
viruses  with  (+)ssRNA,  (‐)ssRNA  and  dsDNA  genomes,  also 
viruses with reverse transcription steps and dsRNA genomes have 
been demonstrated to trigger ER stress. 
Secondly, at least 50‐70% of the investigated viruses induce 
more than one branch of the UPR, indicating that most viruses are 
likely  to  trigger a  complete UPR. Compared  to MHV, SARS‐CoV 
upregulated Herpud1 mRNA concentrations to a lesser extent than 
MHV and did not induce significant X box‐binding protein (XBP‐1) 
splicing  (chapter  5).  These  results  are  consistent with  the  recent 
observation  that  SARS‐CoV  spike  induced  an  UPR  in  293  cells 
without IRE‐1 activation and ATF‐6 transcriptional activity (Chan 
et  al.  2006).  These  findings  indicate  that  SARS‐CoV  spike 
expression  induces  only  a  limited  set  of  UPR  responses.  These 
differences may be explained by  the  fact  that MHV has a  shorter 
lifecycle by which it imposes more strenuous conditions to infected 
cells than SARS‐CoV, as viral proteins are synthesized in a shorter 
time  span.  Possibly,  either  all  or  none  of  the UPR  branches  are 
activated upon viral infection, similar to what is seen for activation 
of  the  IFN  system.  This  would  imply  that  when  not  all  UPR 
branches are activated upon infection, some may be modulated by 
the virus. 
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Viral interference with the UPR 
So  far,  data  for  in  vitro  infections with  human  cytomegalovirus 
(HCMV)  and  SARS‐CoV may  suggest  interference with  the UPR 
(Chan et al. 2006, Isler et al. 2005b, Isler et al. 2005a, Versteeg et al. 
2007).  Interestingly,  for  both  HCMV  and  SARS‐CoV  PERK  is 
activated, whereas ATF‐6  and  IRE‐1  or  some  of  its  downstream 
targets  are  not  induced.  Different  viruses  have  put  differential 
requirements  on  their  host  cells,  depending  on  e.g.  time  of  their 
replicative cycle, necessity for the host cell to survive, infectability 
of secondary tissues, requirement for high viral protein production 
and  infection  type  (acute, persistent,  latent). Depending  on  these 
differential  requirements,  viruses  may  have  developed  the 
evolutionary need  to modulate  the UPR. This  is  illustrated by  the 
next point that can be inferred from Appendix A and Fig. 4. 
Several viruses (African swine fever virus (ASFV), hepatitis 
C  virus  (HCV),  human  cytomegalovirus  (HCMV)  and  herpes 
simplex  virus  (HSV)) have been  shown  to  actively  interfere with 
one  or more  branches  of  the UPR  in  challenge  experiments with 
classical  ER  stress  inducers  such  as  tunicamycin  (Appendix  A). 
Whereas  the UPR  branch  that  increases  the  ER  folding  capacity 
could  be  beneficial  for  the  virus,  translational  attenuation  most 
likely  poses  a  significant  disadvantage.  Some  in  vitro  studies 
indeed  indicate  that  the  PERK  branch  may  impose  anti‐viral 
activity.  For  example,  vesicular  stomatitis  virus  (VSV)  replicates 
more  efficiently  in  PERK‐/‐  mouse  embryonic  fibroblasts  (MEFs) 
than  in  wild‐type  cells,  suggesting  that  PERK  plays  a  role  in 
controlling virus  infection (Baltzis  et al. 2004). Yet, differences  in 
virus  sensitivity  for  PERK  activation  are  likely  to  exist,  as  is  the 
case for PKR activation. Influenza A virus (FluAV) replication is, in 
contrast  to  VSV,  not  significantly  different  in  PERK‐/‐  cells 
compared to their wild‐type counterparts (Goodman et al. 2007). 
Notably,  all  larger  dsDNA  viruses  without  reverse 
transcription  step  studied  so  far,  interfere  with  the  UPR.  For 
example, ASFV  replication  does  not  activate  PERK  and  prevents 
expression of pro‐apoptotic transcription factor CHOP (Netherton 
et al. 2004). Moreover, vaccinia virus (VV) encodes the K3L protein 
and HSV γ134.5, both of which  interfere downstream of activated 
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eIF2α kinases such as PERK and PKR (Cheng et al. 2005, He et al. 
1997).  γ134.5  complexes  with  protein  phosphatase  1α  to 
dephosphorylate  eIF2α, whereas K3L  encodes  a  decoy  for  eIF2α 
kinases.  The  fact  that HSV  in  addition  expresses  dedicated  PKR 
antagonists  underpins  the  necessity  for  this  virus  to  prevent  an 
eIF2α dependent  translation block (Mulvey  et al. 2003, Mulvey  et 
al.  2004,  Read  et  al.  1993).  HCMV  benefits  from  activation  of 
particular  UPR  molecules  such  as  ATF‐4  (Isler  et  al.  2005b), 
however  it  interferes with phosphorylation of  eIF2α by  activated 
PERK (Isler et al. 2005a). Furthermore, HCMV also interferes with 
ATF‐6 and IRE‐1 pathway activation. Several RNA viruses, such as 
bovine  viral  diarrhea  virus  (BVDV),  JEV, murine  leukemia  virus 
(MuLV) and VSV are also sensitive  to PERK and eIF2α activation 
(Baltzis et al. 2004, Dimcheff et al. 2003, Jordan et al. 2002, Liu et al. 
2004, Nanua  and  Yoshimura  2004,  Su  et  al.  2002). Despite  their 
sensitivity, so far no active antagonism for the eIF2α axis has been 
found  for  these  viruses.  Nevertheless,  other  RNA  viruses 
antagonize parts  of  the UPR.  For  example, HCV  blocks not  only 
PERK  and  eIF2α  activation,  but  also  that  of  XBP‐1  (Pavio  et  al. 
2003, Tardif et al. 2002, Tardif et al. 2004). Much remains unclear of 
other  virus  infections  which  induce  UPR  and  for  which  no 
antagonist has so  far been  identified  (Appendix A, Fig. 4). Future 
experiments,  in which  infected  cells  are  challenged with  known 
UPR  inducers  such  as  tunicamycin,  will  be  crucial  to  pinpoint 
active modulation of the UPR. 
 
Translational attenuation during CoV infection 
Although  it  remains  to  be  experimentally proven, PERK  is  in  all 
probability activated during SARS‐CoV and MHV infection in vitro 
(chapter 5 and (Chan et al. 2006)). Also the fact that Raaben et al. 
found  that eIF2α  is phosphorylated during MHV‐A59  infection  in 
the  absence  of  IFN  or  PKR  activation  supports  this  view  and 
suggests  that  the  translational  inhibition observed during  in  vitro 
infections with MHV may be partially the result of PERK activation 
and  subsequent  eIF2α  phosphorylation  (Raaben  et  al.  2007). On 
the  other  hand,  work  by  others  indicated  that  under  their 
experimental  conditions  infection with  the  same MHV  strain did 
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not result in eIF2α phosphorylation (Ye et al. 2007). These data are 
further supported by work from Susan Weiss’s group showing that 
their isolate of strain A59 does not affect cellular translation or only 
to a very limited degree (Roth‐Cross et al. 2007).   
  During  productive  MHV  infection  in  vitro,  total  protein 
synthesis steeply drops around 6 h p.i. (Hilton et al. 1986, Raaben 
et  al.  2007)  opposite  to  Cxcl2  and  Herpud1  mRNA  induction 
starting at  that  time  (chapter 5). This could explain  the absence of 
translation  of  the  upregulated  Cxcl2  and  Herpud1  mRNA.  In 
contrast  to  infection,  ectopic  spike  expression  induced  CXCL2 
protein,  indicating  that  other  viral  factors  than  spike  are 
responsible  for  the  lack  of CXCL2 protein production  in  infected 
cells. The lack of secreted CXCL2 protein in the medium of SARS‐
CoV infected cells despite significant mRNA increase, suggests that 
similar  translational  inhibition  could  occur  during  SARS‐CoV 
infection  as  is  the  case  for  MHV.  These  data  suggest  that 
translational attenuation might be a general feature in productively 
CoV‐infected  cells  and  a  strategy  to prevent  synthesis  of  cellular 
anti‐viral proteins. A comparable situation has been described  for 
foot‐and‐mouth  disease  virus  infections, where  type  1  interferon 
mRNA  is upregulated during  infection, but  eventually  interferon 
protein  production  from  the  increased  mRNA  is  prevented 
(Chinsangaram et al. 1999, Chinsangaram et al. 2001). 
Activation  of  PERK,  ATF‐6  and  IRE‐1  occurs  at  a  post‐
translational level and can directly initiate other cellular responses 
that do not  require protein  synthesis  for  their  activation,  such  as 
p38 MAPK (Liang et al. 2006, Su et al. 2002). Both SARS‐CoV and 
MHV  induce p38 MAPK,  the activation of which stimulates virus 
replication,  progeny  virus  production  and  the  onset  of  CPE 
(Banerjee et al. 2002, Mizutani et al. 2004). One could hypothesize 
that the UPR activates cellular pathways such as p38 MAPK which 
have  a  positive  effect  on  the  viral  lifecycle.  Indeed,  preliminary 
experiments  using  a  specific  p38  inhibitor  showed  a  significant 
reduction of MHV production during infection in vitro (chapter 6). 
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The relevance of UPR induction during infection in vivo 
Finally,  only  very  few  in  vivo  infection  experiments  have  been 
performed  to address  the  relevance of  the  in vitro observations of 
UPR  induction  and  evasion. Until now,  only MuLV  infections  of 
mice have provided some insight in the relevance of UPR induction 
in vivo since a correlation seems to exist between virulence and the 
ability to induce an UPR (Dimcheff et al. 2004, Dimcheff et al. 2003, 
Yoshimura  and  Luo  2007). Whereas  infection with  the  avirulent 
F43 strain did not trigger the expression of UPR markers, infection 
with the virulent FrCasE strain resulted in immunoglobulin heavy 
chain‐binding protein (BiP) and CHOP expression (Dimcheff et al. 
2004, Dimcheff et al. 2003, Yoshimura and Luo 2007). The binding 
of  BiP  to  the  F43  envelope  protein  is  very  transient  and  its  flux 
through  the  secretory  pathway  appears  normal.  In  contrast, 
binding  to BiP  of  the  FrCasE  envelope  protein  is  prolonged  and 
results  in  degradation  by  the  proteasome.  In  addition  to  these 
studies in mice, upregulation of ER folding residents was observed 
in peripheral blood  leukocytes  from dengue virus  (DEN)  infected 
patients (Simmons et al. 2007). The major drawback of this study 
is  that  its  results are difficult  to  compare  to most  in vitro  studies. 
Mainly  the  transcriptional upregulation of non‐classical ER  stress 
markers  (peptidylprolyl  isomerase  B,  cyclophilin  B,  signal 
sequence  receptors  α,  γ,  and  δ  and  translocation‐associated 
membrane protein  1) was detected by microarray  analysis  in  the 
PBMCs  from  these  patients.  The  upregulation  of  common  UPR 
markers was either not measured or reported. In conclusion, these 
two examples  indicate  the requirement  for  future  in vivo  infection 
studies  in  this direction with different viruses. Especially  viruses 
able  to  infect UPR knock‐out mice may  form excellent candidates 
for future studies. 
Two  of  these  viruses  could  be  MHV  and  the  recently 
described mouse  adapted  SARS‐CoV  that  causes disease  in mice 
reminiscent  of  that  seen  in  humans  (Roberts  et  al.  2007).  This 
mouse model would  allow  the  comparison  of  two  related CoVs 
that seem to display differential UPR induction in vitro (Chan et al. 
2006, Versteeg et al. 2007). Determining that the UPR is induced in 
infected  tissues or even at  the  level of single  infected cells, would 
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provide the first evidence that the findings presented in this thesis 
can  be  extrapolated  to  infection  in  vivo.  To  make  a  next  step 
forward in our understanding of the UPR during virus infection, it 
will  be  necessary  to  study  virus  infections  in  organisms  that 
express reduced levels of key UPR molecules such as PERK, ATF‐6 
and IRE‐1. One of the main challenges is that PERK‐/‐, ATF‐6‐/‐ and 
IRE‐/‐  mice  die  at  an  embryonic  stage  (D.  Ron,  personal 
communication). One  solution  to  this  problem would  be  to  breed 
tissue specific knock‐out mice and, if viable, study the pathogenesis 
in  the  affected  tissues  in  comparison  to  normal  siblings. 
Alternatively, transgenic mice expressing UPR specific short‐haipin 
(sh)RNAs  could  be  bred  to  silence  specific  UPR molecules.  The 
advantage  could  be  that  with  such  a  silencing  approach  some 
residual expression will  remain  that could aid  the  survival of  the 
mice. Alternatively,  expression  of  these  shRNAs  could  be placed 
under  the  control  of  a  promoter  that  is  only  active  during 
adulthood, thereby preventing embryonic lethality.  
In  this  context,  one  should  bear  in mind  that  expression 
levels  and  localization  of host proteins  can be very  crucial when 
addressing  host  cell  responses.  In  other  words,  host  responses 
upon  infection  may  vary  depending  on  cell  type  and  its 
transformation status. One additional aspect  includes  the fact  that 
many  viruses  –including  MHV‐  were  adapted  to  grow  to  high 
titers  in  particular  cells.  In  some  occasions,  the  latter may  have 
selected  for virus‐cell combinations where viral RNA and protein 
expression  is  higher  than  would  be  the  case  in  a  more  natural 
situation.  Illustratively,  MHV  infection  in  L  cells  compared  to 
infection in NIH‐3T3 cells (both fibroblast‐derived cell lines) yields 
the same viral production. Nevertheless, infection in NIH‐3T3 cells 
develops  into persistence without major CPE. Strikingly, NIH‐3T3 
cells produce ten‐fold lower RNA and protein levels and that may 
have  its  impact  on  the  development  of  CPE  (Slobodskaya  et  al., 
submitted).  Although  NIH‐3T3s  are  also  immortalized,  they  are 
likely  closer  to  untransformed  cells  judging  from  the  contact 
inhibition  that  these  cells  still  exert  (Jainchill  et  al.  1969).  It 
illustrates  that  expression differences  exist depending  on  the  cell 
type  and  that  lower  RNA  and  protein  synthesis  does  not 
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necessarily  result  in  less  virus  production,  as  is  the  case  for  the 
related  nidovirus  equine  arteritis  virus  (EAV)  (Pasternak  et  al. 
2000). How  these data  relate  to  the  in vivo situation  remain as of 
yet  unknown. During  infection  in  a  host  organism,  different  cell 
types  could  be  infected  that  support  viral  RNA  and  protein 
synthesis to varying degrees and as a result thereof may induce the 
UPR to varying degrees. One could even speculate that differences 
in pathogenicity  related  to  the  spike protein  could be potentially 
related  to  the  extent  of  ER  stress  that  is  induced  by  them 
(Ontiveros et al. 2003, Phillips et al. 2002, Rempel et al. 2004). Yet so 
far, these speculations can only spike ideas for the future. 
 
Final remarks 
The strength of  the work described  in  this  thesis  lies  in  the use of 
high multiplicities of  infection  that allowed  for assessment of  the 
direct  effects  that CoVs  have  on  their  host  cells.  In  addition,  all 
studies were performed in the context of virus infection, ruling out 
possible artifacts that can come with over‐expression studies. Over‐
expression will  be  a  valuable  tool,  yet  it will  be  crucial  to  also 
perform future studies with mutant viruses or specific inhibitors of 
viral  enzymes  in  the  presence  of  replication.  In  that  respect,  the 
expression data indicating that the CoV S protein triggers an UPR 
(chapter 5) should be confirmed  in  the  future using mutant CoVs 
that  lack  spike  expression.  Unfortunately,  it  is  always  easy  to 
define  how  it  should  be  done;  yet  doing  it  may  prove  quite  a 
challenge. 
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Coronavirussen 
Positief‐strengige  RNA  virussen  vormen  verreweg  de  grootste 
groep  virussen  die  vandaag  de  dag  bekend  is.  Van  deze  groep 
hebben de virussen die tot de order van de Nidovirales behoren de 
grootste genomische  coderende  capaciteit. Echter, vergeleken met  
dsDNA  virussen  behorend  tot  b.v.  de  Poxviridae  blijft  de 
genoomgrootte  van  zelfs  nidovirussen  relatief  klein.  Door  de 
limiterende capaciteit van hun genomisch RNA, brengen de meeste 
RNA virussen eiwitten tot expressie die meerdere functies hebben 
tijdens de virale levenscyclus. Zo kunnen eiwitten die een cruciale 
rol  spelen  in  virale  replicatie  bijvoorbeeld  ook  betrokken  zijn  bij 
modulatie van het afweersysteem van de gastheer. 
  Nidovirussen  hebben  een  geconserveerde 
genoomorganisatie  en  replicatiestrategie.  Desalniettemin  zijn  de 
morfologie  van  hun  virusdeeltjes,  genoomlengte, 
gastheerspecificiteit  en  interacties  met  hun  gastheercellen  erg 
verschillend. De  coronavirussen  vormen  één  van  de  vier  genera 
van de Nidovirales. Virussen van dit genus infecteren verschillende 
zoogdieren en vogels en hun  transmissie geschiedt met name via 
respiratoire  aerosolen  of  via  de  fecale‐orale  route.  Het  muizen 
hepatitis virus  (MHV)  en het  SARS  coronavirus  (SARS‐CoV)  zijn 
twee prominent bestudeerde coronavirussen en hun interacties met 
gastheercellen  vormen  een  centraal  thema  in  dit  proefschrift. De 
uitbraak  van  SARS‐CoV  en  de  vermoede  transmissie  van 
vleermuizen  naar  de  mens  benadrukken  het  belang  om  de 
moleculaire  biologie  van  coronavirussen  en  hun  interacties  met 
gastheercellen verder te onderzoeken. 
 
De unfolded protein response tijdens virus infectie 
Zoals  alle  andere  virussen produceren  coronavirussen  een  aantal 
transmembraaneiwitten.  Deze  eiwitten  zijn  o.a.  betrokken  bij  de 
genoomreplicatie  of  zullen  onderdeel  worden  van  de  nieuwe 
virusdeeltjes  als  structurele  eiwitten.  Ten  minste  drie  virale 
eiwitten zijn aanwezig in de virale envelop: het spike eiwit (S), het 
membrane eiwit (M) en het small membrane (E) eiwit. Het S eiwit 
is  zwaar  geglycosyleerd  en  heeft  een  molecuulgewicht  van 
ongeveer 
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150‐180  kDa.  Het  bevat  sequenties  die  binding  aan  specifieke 
cellulaire receptors faciliteren en fusie van de virale envelop met de 
gastheercelmembraan  induceren.  De  spike  eiwitten  worden 
evenals  de  andere  glyco‐eiwitten  geproduceerd  en  gevouwen  in 
het endoplasmatisch reticulum (ER). De snelle aanwas van nieuwe 
virale eiwitten in het ER kan leiden tot verstopping van dit organel 
en  het  ontstaan  van  een  cellulaire  respons  tegen  onvolledig 
gevouwen  eiwitten.  Deze  respons  wordt  de  unfolded  protein 
response (UPR) genoemd en leidt tot de inductie van moleculen die 
betrokken  zijn bij het verminderen van de ER  stress middels het 
verhogen van eiwitvouwing en verlagen van translatie. De effecten 
van  de  UPR  tijdens  virusinfectie  zijn  relatief  onbekend  en  zijn 
verder onderzocht in de context van coronavirus infectie. 
 
De aangeboren‐afweerrespons tijdens virusinfectie 
Het  afweersysteem  bestaat  uit  een  zogenaamd  aangeboren  deel 
(innate  immunity)  en  een  adaptief  gedeelte.  Het  aangeboren 
afweersysteem  is cruciaal voor vroege aspecifieke herkenning van 
het virus en het op gang brengen van adaptieve immuniteit. Vooral 
de stof interferon (IFN) speelt een hoofdrol tijdens de aangeboren‐
afweerreactie. Vrijwel alle virussen zijn succesvol  in het omzeilen 
en/of  onklaar  maken  van  delen  van  het  IFN  systeem,  wat  het 
belang  van  innate  immunity  benadrukt.  De  virale  eiwitten 
betrokken  bij  IFN  antagonisme  zijn  vrijwel  altijd 
pathogeniciteitsfactoren tijdens in vivo infecties. 
Virale structuren kunnen door de gastheer worden herkend 
door  middel  van  Toll‐like  receptors  (TLR)  op  macrofagen  en 
dendritische  cellen  en door  retinoic‐acid‐inducible gene  I  (RIG‐I)‐
like  helicases  (RLH), die  aanwezig  zijn  in  vrijwel  alle  andere  cel 
typen. Na  herkenning  van  virale  componenten worden  via  deze 
twee  routes de  synthese  en uitscheiding  van  IFN  bewerkstelligd. 
De uitgescheiden IFN moleculen kunnen aan de IFN receptor van 
naburige  cellen  binden  en  daar  een  transcriptioneel  programma 
van IFN stimulated genes (ISGs) in gang zetten dat virusinfectie en 
‐replicatie  in deze cellen tegengaat en verantwoordelijk  is voor de 
algemene anti‐virale staat. 
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Het proefschrift 
Het eerste hoofdstuk van dit proefschrift geeft een overzicht van de 
moleculaire biologie van coronavirussen en de ziektebeelden die zij 
veroorzaken. Het  tweede hoofdstuk presenteert  een gedetailleerd 
overzicht  van  de  huidige  kennis  over  coronavirus‐
gastheerinteracties.  Dit  hoofdstuk  beschrijft  o.a.  microarray 
analyses  gedurende  coronavirusinfecties.  Met  deze  techniek 
kunnen  genoom‐brede  gastheer(cel)  veranderingen  in  kaart 
worden  gebracht.  Het  daaropvolgende  experimentele  hoofdstuk 
(hoofdstuk  drie)  beschrijft  de  resultaten  van  een  microarray 
analyse van cellen die geïnfecteerd waren met MHV. Deze analyse 
toonde o.a. aan dat er geen  IFN  inductie  is  tijdens MHV  infectie, 
wat  suggereerde dat MHV en wellicht andere coronavirussen het 
IFN  systeem  beïnvloeden.  Daarnaast  werden  aanwijzingen 
gevonden dat MHV in geïnfecteerde cellen een UPR activeert. 
In  hoofdstuk  vier  is  het mechanisme  dat MHV  en  SARS‐
CoV  gebruiken  om  IFN  inductie  te  voorkomen,  onderzocht.  In 
tegenstelling tot andere RNA virussen bleken SARS‐CoV en MHV 
niet  in  staat  om  tijdens  een  infectie  de  inductie  van  IFN  door 
potente  activatoren  zoals  Sendai  virus  en  dubbelstrengs  RNA  te 
remmen. Naar  aanleiding  hiervan werd  geconcludeerd  dat  deze 
coronavirussen  niet  actief met  de  inductie  van  IFN  interfereren, 
maar  hun  virale  producten  afschermen  van  cellulaire  sensor 
moleculen. 
Inductie  van  de  UPR  door  MHV  en  SARS‐CoV  is  het 
onderwerp  van  hoofdstuk  vijf.  Experimenten  uit  dit  hoofdstuk 
toonden  aan  dat  beide  virussen  een  UPR  induceren.  Bovendien 
werd  het  virale  spike  eiwit  S  geïdentificeerd  als  het  eiwit  dat 
verantwoordelijk  is  voor  deze  inductie  Vervolgexperimenten 
suggereerden  dat  met  name  de  accumulatie  van  de  spike 
moleculen in het ER een goede activator voor een UPR was. MHV 
en SARS‐CoV induceren echter de UPR in verschillende mate. Een 
SARS‐CoV  infectie  leidt maar  tot  een milde  inductie  van  slechts 
enkele  UPR  routes,  terwijl  een  MHV  infectie  resulteert  in  een 
volledige UPR. Ondanks de verhoogde mRNA niveaus van UPR‐
geïnduceerde  genen,  bleken  deze  niet  vertaald  te worden  in  een 
functioneel eiwit doordat de cellulaire translatie door zowel MHV 
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als SARS‐CoV werd verhinderd. Dit laatste zou in het voordeel van 
het  virus  kunnen  werken  doordat  voor  het  virus  eventueel 
nadelige  mRNAs  niet  vertaald  worden.  Aan  de  andere  kant 
zouden  cellulaire  eiwitten  die  post‐translationeel  geactiveerd 
worden en daarvoor dus geen nieuwe eiwitsynthese nodig hebben, 
toch nog van invloed kunnen zijn op de virale replicatie. 
In  hoofdstuk  zes  worden  recente  data  besproken  die 
aangeven  dat  de  door  CoV‐geïnduceerde  UPR  wellicht  ten 
grondslag ligt aan de activatie van een aantal cellulaire responsen. 
Onder  andere  de  activatie  van  bepaalde  stress‐signalerings 
moleculen  zou  een  positieve  invloed  kunnen  hebben  op  de 
virusreplicatie.  Daarnaast  zou  een  van  de  UPR‐geactiveerde 
moleculen verantwoordelijk kunnen zijn voor het klieven van 28S 
ribosomaal RNA, dat essentieel is voor de synthese van eiwitten. 
In  het  laatste  hoofdstuk  worden  de  resultaten  uit  de 
experimentele  hoofdstukken  in  de  context  van  andere  recente 
bevindingen  over  interacties  tussen  een  coronavirus  en  de 
gastheer(cel)  geplaatst.  Bovendien  worden  in  dit  hoofdstuk  de 
implicaties  van  de  verkregen  data  voor  toekomstig  onderzoek 
besproken. 
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